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Zusammenfassung 
Schnelltests sind eine weit verbreitete Analysemethode, um vor Ort schnelle analytische Aus-
sagen treffen zu können. Bei Schnelltests werden verschiedene Detektionsverfahren wie z.B. 
Farb- oder Fluoreszenzmessungen verwendet. Eine weitere Methode, die einen möglichen 
Zugang zu Schnelltests bieten könnte, ist die Messung von Raman-Spektren. Für die Analyse 
von gering konzentrierten Analyten ist der Raman-Effekt jedoch zu schwach. Daher wurde in 
dieser Arbeit die Oberflächenverstärkte Raman-Streuung (SERS) genutzt, bei der das Raman-
Signal durch die Interaktion mit Metallnanopartikeln verstärkt wird und so auch geringe Ana-
lytkonzentrationen nachgewiesen werden können. 
In der vorliegenden Arbeit wird insbesondere auf drei Aspekte der SERS-Messungen einge-
gangen: die Reproduzierbarkeit der SERS-Signalintensität, die Interpretation der Konzentrati-
onskurven und die Analyse von Probengemischen. Für die Untersuchung der Reproduzierbar-
keit wurden verschiedene Auftragungsmethoden und Messsysteme getestet und es wurde un-
tersucht, wie reproduzierbar die Signalintensitäten über einen längeren Zeitraum sind. Dabei 
wurde festgestellt, dass die Kombination von einer homogenen Auftragung (Aufsprühen oder 
Auftropfen auf Papiere mit hydrophoben Barrieren) der Nanopartikelsuspensionen auf dem 
Papier und ein großer Durchmesser des Laser- und Detektionspunktes auf der Probe zu einer 
stabileren Signalintensität führen. Es konnte an einem angepassten Labormessaufbau gezeigt 
werden, dass es so möglich ist, relativ stabile Messungen mit einer relativen Standardabwei-
chung von ca. 20 % über einen Zeitraum von ca. 2,5 Monaten durchzuführen. 
Für die Analyse und Auswertung der Abhängigkeiten der SERS-Signalintensität von der Kon-
zentration des Analyten wurden Konzentrationsreihen von verschiedenen Verbindungen auf-
genommen. Die Messdaten konnten mit einer Langmuir-Isotherme beschrieben und mit dem 
Langmuir-SERS-Modell erklärt werden. Für die gemessenen Thiolverbindungen wurde zu-
dem noch eine weitere Möglichkeit der quantitativen Analyse gefunden, die auf der Auswer-
tung der Verschiebung von bestimmten SERS-Banden im Spektrum in Abhängigkeit von der 
Analytkonzentration beruht. 
Für die Analysen der Mehrkomponenten-Lösungen wurden die Papierbasierten Mikrofluidik-
Analysesysteme (µPADs) eingesetzt. Hier konnte beobachtet werden, dass Analyten aus einer 
Lösung auf Grund ihrer hohen Affinität zu den Nanopartikeln abgetrennt werden können und 
es so möglich ist, diese zu analysieren. Zudem konnte das erste Mal die Kopplung von Frei-
setzungssystemen mit SERS-Messungen gezeigt werden, was einen Zugang zu Analyten er-
möglicht, welche nicht SERS-aktiv sind.  
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Abstract 
Rapid tests are widely used analytical methods for obtaining analytical information immedia-
tely on site. Different detection methods such as color or fluorescence measurements are 
commonly used in such tests. Raman scattering is another possible detection method, but for 
the analysis of compounds in diluted samples the Raman effect is too weak. Therefore, 
surface enhanced Raman scattering (SERS) is used in this thesis. In SERS, the Raman signal 
is enhanced by the interaction of the analyte with metal nanoparticles so that low analyte con-
centrations can be detected. 
This thesis focuses mainly on three aspects: reproducibility of SERS signal intensity, interpre-
tation of concentration curves and analysis of sample mixtures. The signal reproducibility was 
investigated using different deposition methods and measurement systems and the reproduci-
bility of measurements was tested over longer periods of time. It was found that the most 
stable signal intensity was obtained using a combination of homogeneous deposition 
(spraying or dropping on paper with hydrophobic barriers) of a nanoparticle suspension on 
paper and a detection configuration that involves large diameters of both, the laser and the 
detection spot on the sample. It was shown with a laboratory setup, that comparatively stable 
measurements are possible with a relative standard deviation of approx. 20 % over a period of 
approx. 2.5 months.  
For the analysis and interpretation of the dependence of the SERS signal intensity on the con-
centration of the analyte, concentration series of different compounds were measured. The 
measurement data could be fitted with a Langmuir isotherm and explained with the Langmuir 
SERS model. For the measured thiol compounds an alternative option for quantification was 
found: the shift of certain SERS bands in the Raman spectrum as a function of analyte con-
centration. 
For the analysis of compound mixture in solution microfluidic paper-based analytical devices 
(µPADs) were used. It was observed that certain analytes which have a high affinity for the 
nanoparticles can be separated from the solution and thereby analyzed. Furthermore, by com-
bining gating systems and SERS measurements the possibility to detect analytes that are not 
SERS active with a rapid test was shown for the first time in this thesis.  
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1 Motivation und Ziele 
In den letzten Jahren hat sich immer mehr gezeigt, dass es wichtig ist, Proben am Ort des Ge-
schehens schnell und zuverlässig zu analysieren, wo zumeist keine Laboratorien und Fachper-
sonal vorhanden sind. Damit auch an solchen Orten aussagekräftige Messungen durchgeführt 
werden können, werden direkt vor Ort einsetzbare Schnelltests genutzt. Eines der bekanntes-
ten Beispiele für einen Schnelltest in der Chemie ist die Messung des pH-Wertes mit pH-
Teststreifen. Mit ihm können auch ungeschulte Personen sehr schnell und leicht den pH-Wert 
einer Probe bestimmen. Das ist z.B. interessant für die schnelle Untersuchung von Gewäs-
sern.[1] Andere Beispiele, wo Vor-Ort-Methoden eingesetzt werden könnten, sind z.B. bei der 
Hausdiagnostik, bei der Diagnostik in Entwicklungsländern oder bei der Überwachung von 
Lebensmitteln direkt bei der Ernte, denn diese Art von Messmethoden sind nicht nur schnell 
und einfach in der Handhabung, sondern sie sind auch portabel und zumeist preisgünstig.[1] 
Im Rahmen dieser Arbeit soll eine Analysenmethode untersucht werden, die für Schnelltest-
messungen geeignet sein könnte. An diese Methode werden die folgenden Anforderungen 
gestellt: sie soll schnell, einfach in der Handhabung, markierungsfrei („Label-free“) und güns-
tig sein, und die Identifikation und Quantifizierung von Analyten in Matrizes ermöglichen. 
Um all diese Anforderungen von der Grundidee her zu erfüllen, sollen zwei Techniken kom-
biniert werden. Zur Detektion der Analyten soll ein Spezialfall der Raman-Streuung, die 
Oberflächenverstärkte Raman-Streuung (surface enhanced Raman scattering, SERS) verwen-
det werden und zur Probenpräparation sollen µPADs (englisch: microfluidic paper-based ana-
lytical device = Papier-basierte Mikrofluidik-Analysesysteme) zum Einsatz kommen.[2, 3]  
Die Raman-Spektroskopie ermöglicht es, verschiedenste Raman-aktive Analyten über ihre 
charakteristischen Raman-Spektren zu identifizieren. Zudem ist es möglich, über die Signalin-
tensitäten der Raman-Banden eine Quantifizierung des Analyten durchzuführen; diese Mes-
sungen könnten dabei mit verschiedensten Raman-Messgeräten durchgeführt werden. Ein 
Problem dabei ist, dass der Raman-Effekt nur bei hohen Konzentrationen von Analyten genü-
gend intensive Signale gibt, die ausgewertet werden können. Da aber bei überwachenden, 
diagnostischen oder gesetzlichen Nachweisen von Substanzen die Konzentrationsbereiche oft 
sehr gering sind, wird eine Methode benötigt, die über eine sehr niedrige Nachweisgrenze 
verfügt. Daher sollen in dieser Arbeit keine normalen Raman-Messungen durchgeführt wer-
den, sondern es sollen sogenannte SERS-Messungen gemacht werden.[4] Der Vorteil dieser 
speziellen Raman-Messemethode ist eine Verstärkung des Raman-Signals um mehrere Grö-
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ßenordnungen, was in bestimmten Fällen bis hin zur Einzelmolekülspektroskopie gesteigert 
werden kann.[5, 6] Daher sollten sich mit dieser Methode vom Ansatz her ausreichend niedri-
ge Konzentrationen nachweisen lassen. Diese Signalverstärkung hat aber auch Nachteile. So 
ist diese Verstärkung von vielen Faktoren abhängig und führt zu Problemen in der Reprodu-
zierbarkeit der Signalintensität und der Bestimmung einer Quantifizierungsfunktion, welche 
nicht wie bei der normalen Raman-Streuung einer linearen Korrelation zwischen Signalinten-
sität und Konzentration entspricht. Als Analyten sollen hier kleine organische Moleküle be-
trachtet werden. 
Ein weiterer Punkt, der untersucht werden soll, ist die Kombination der SERS-Messungen mit 
µPADs. Dabei sollen die einfache Handhabung, die Portabilität und der meist günstige Preis 
der µPADs mit den Vorteilen der SERS-Messmethode kombiniert werden. Dies dient dazu um 
nicht nur Einzelkomponentenproben zu analysieren, sondern auch Mischungen von Analyten 
und/oder Analyten in Matrizes bestimmen zu können. Dabei ist bei der Präparation der Proben 
die Hautaufgabe der µPADs die Auftrennung der Probe in verschiedene Fraktionen und/oder 
Komponenten. 
  
 10 
 
2 Theorie 
2.1 Raman-Effekt 
Der Raman-Effekt wurde im Jahre 1923 von dem Physiker Adolf Smekal [7] vorausgesagt 
und fünf Jahre später von zwei unabhängigen Forschergruppen um C.V. Raman [8, 9] und L. 
Mandelstam [10] beobachtet. Der Name Raman-Effekt oder Raman-Streuung geht dabei auf 
den indischen Forscher Sir Chandrasekhara Venkata Raman zurück, welcher als erster die 
Beobachtung der inelastischen Streuung von Licht an Materie veröffentlichte.[8] Der beo-
bachtete Energieaustausch zwischen Licht und Materie entspricht dabei der Energiedifferenz 
von Übergängen zwischen Rotationsschwingungszuständen, welche Raman-aktiv sind. In den 
weiteren Betrachtungen beschränke ich mich auf Übergange zwischen Schwingungszuständen 
von Molekülen, da nur diese in der vorliegenden Arbeit betrachtet wurden. 
2.1.1 Molekulare Grundlagen der Raman-Streuung 
Die Prozesse der Raman-Streuung lassen sich sowohl klassisch [11] als auch quantenmecha-
nisch  [12] herleiten. Hier soll nur die klassische Betrachtung dargestellt werden. Der Aus-
gangspunkt für die Berechnung der Effekte bei der Raman-Streuung ist die Interaktion von 
elektromagnetischer Strahlung (Licht) mit einem Molekül. Hier wird angenommen, dass die 
Frequenz des Lichtes wesentlich größer ist als die Energiedifferenz zwischen zwei Schwin-
gungsniveaus eines elektronischen Zustandes aber kleiner als die Energie zur Ionisation des 
Moleküls. Dabei erzeugt der elektrische Teil der elektromagnetischen Strahlung ein induzier-
tes Dipolmoment ?⃗?𝑖𝑛𝑑(𝑡) im Molekül. Dieses induzierte Dipolmoment ist dabei abhängig von 
zwei Faktoren, der Polarisierbarkeit ?̂? des Moleküls und dem elektrischen Feldanteil des ein-
gestrahlten Lichtes ?⃗?(𝑡) (Gl. 1).[11, 12]  
Gl. 1 ?⃗?𝑖𝑛𝑑(𝑡) = ?̂? ∙ ?⃗?(𝑡) 
Die Gl. 1 stellt dabei den allgemeinen Fall dar, in dem ?̂? ein Tensor zweiter Ordnung ist und 
das elektrische Feld des einfallenden Lichtes ein Vektor (?⃗?(𝑡)) ist. Mit der Vereinfachung 
einer isotropen Polarisierbarkeit des Moleküls reduziert sich die Polarisierbarkeit auf einen 
skalaren Wert 𝛼 und das gleiche gilt für den elektrischen Feldvektor 𝐸(𝑡) (Gl. 2).[11, 12] 
Gl. 2 𝜇𝑖𝑛𝑑(𝑡) = α ∙ 𝐸(𝑡) 
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Das elektrische Feld lässt sich ausgehend von den vorherigen Einschränkungen einfach durch 
eine planare harmonische Welle darstellen (Gl. 3).[11, 12] 
Gl. 3 𝐸(𝑡) = 𝐸𝐿 csc(2𝜋𝜈𝐿𝑡) 
Dabei ist 𝐸𝐿 die maximale Amplitude der elektrischen planaren Welle, 𝜈𝐿 die Frequenz mit 
der die harmonische Welle oszilliert und 𝑡 der Zeitpunkt an dem das elektrische Feld be-
stimmt wird. Das oszillierende elektrische Feld verursacht eine dem Feld entgegen gerichtete 
Auslenkung der Atomrümpfe im Molekül, was zu einer Veränderung der Polarisierbarkeit des 
Moleküls führt. Für kleine Auslenkungen der Atomrümpfe gegen ihre Gleichgewichtslage 
(𝑄0) kann die Polarisierbarkeit als Taylorreihe um diese Gleichgewichtslage der Atomrümpfe 
entwickelt werden (Gl. 4).[11, 12]  
Gl. 4 𝛼(𝑄𝑆) = 𝛼0 + (
𝛿𝛼
𝛿𝑄𝑆
)
0
𝑄𝑆 + ⋯ 
In Gl. 4 ist 𝛼0 = 𝛼(𝑄0) die Polarisierbarkeit des Moleküls in der Gleichgewichtslage der 
Atomrümpfe, (
𝛿𝛼
𝛿𝑄𝑆
)
0
 ist die Veränderung der Polarisierbarkeit des Moleküls bei einer jeweili-
gen Normalschwingung des Moleküls an der Gleichgewichtslage der Atomrümpfe und 
𝑄𝑆 = 𝑄𝑆(𝑡) ist die zeitabhängige Normalkoordinate jener Normalschwingung des Moleküls. 
Die zeitabhängige Normalkoordinate kann analog der zeitlichen Veränderung des elektrischen 
Feldes, durch eine harmonische Schwingung, dargestellt werden (Gl. 5).[11, 12] 
Gl. 5 𝑄𝑆(𝑡) = 𝑄𝑆
0 csc(2𝜋𝜈𝑆𝑡) 
𝑄𝑆
0 stellt dabei die maximale Auslenkung der Atomrümpfe der jeweiligen Normalschwingung 
gegen ihre Gleichgewichtslage dar,  𝜈𝑆 ist die Frequenz der jeweiligen Normalschwingung des 
Moleküls und 𝑡 der Zeitpunkt an dem die Auslenkung bestimmt wird. Wird dann Gl. 5 in Gl. 
4 eingesetzt und die Reihenentwicklung nach dem zweiten Term abgebrochen, kann die resul-
tierende Gl. 4 und Gl. 3 in Gl. 2 eingesetzt werden und es ergibt sich die Gl. 6 für das indu-
zierte Dipolmoment. Durch Umformen der Gl. 6 wird die Gl. 7 erhalten.[11, 12] 
Gl. 6 𝜇𝑖𝑛𝑑(𝑡) = 𝛼0𝐸𝐿 cos(2𝜋𝜈𝐿𝑡) + (
𝛿𝛼
𝛿𝑄𝑆
)
0
𝑄𝑆
0 cos(2𝜋𝜈𝑆𝑡) 𝐸𝐿 cos(2𝜋𝜈𝐿𝑡) 
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Gl. 7  
𝜇𝑖𝑛𝑑(𝑡) = 𝛼0𝐸𝐿 cos(2𝜋𝜈𝐿𝑡) +
𝐸𝐿𝑄𝑆
0
2
(
𝛿𝛼
𝛿𝑄𝑆
)
0
cos(2𝜋{𝜈𝐿 + 𝜈𝑆}𝑡) +
𝐸𝐿𝑄𝑆
0
2
(
𝛿𝛼
𝛿𝑄𝑆
)
0
cos(2𝜋{𝜈𝐿 − 𝜈𝑆}𝑡)
                     Rayleigh S.                 anti − Stokes  R. − S.                   Stokes Raman − Streuung
 
Die Gl. 7 zeigt, welche Effekte bei der Streuung von Licht an Molekülen beobachten werden 
können, wenn die Schwingungen der Moleküle betrachtet werden. Gl. 7 ist eine Summe aus 
drei Termen, wovon der erste die elastische Streuung oder Rayleigh-Streuung des Lichtes 
darstellt. Der zweite und dritte Term der Summe stellen die inelastische Streuung dar, auch 
Raman-Streuung genannt. Die Rayleigh-Streuung hängt nur von der Polarisierbarkeit des Mo-
leküls in der Gleichgewichtslage der Atomrümpfe und dem einfallenden Licht ab (Abbildung 
1 B). Daher zeigen alle Moleküle die Rayleigh-Streuung. Für die Raman-Streuung werden 
zwei Summenterme erhalten, wobei beide Terme von der Veränderung der Polarisierbarkeit, 
der Amplitude des elektrischen Teils des einfallenden Lichtes und der Amplitude der jeweili-
gen Normalschwingung abhängig sind. Somit wird die Raman-Streuung nur dann beobachtet, 
wenn sich die Polarisierbarkeit des Moleküls während einer Normalschwingung an der 
Gleichgewichtslage verändert ((
𝛿𝛼
𝛿𝑄𝑆
)
0
≠ 0). Diese Voraussetzung wird als Auswahlregel für 
die Raman-Streuung bezeichnet. Der Unterschied zwischen den beiden Raman-Termen liegt 
im Energieaustausch zwischen dem eingestrahlten Licht und dem Molekül. Beim zweiten 
Summenterm in Gl. 7 überträgt das Molekül die Energie eines schwingungsangeregten Zu-
standes auf das emittierte Lichtphoton und geht in einen energieärmeren Schwingungszustand 
über (Abbildung 1 C). Dieser Vorgang wird als anti-Stokes-Raman-Streuung bezeichnet. Hin-
gegen nimmt das Molekül im dritten Summenterm der Gl. 7 einen Teil der Energie des einfal-
lenden Lichtes auf und wird von einem energieärmeren Schwingungszustand in einen 
schwingungsangeregten Zustand überführt (Abbildung 1 A). Dieser Prozess wird als Stokes-
Raman-Streuung bezeichnet. Die übertragene Energie in beiden Raman-Prozessen entspricht 
dabei dem Unterschied zwischen zwei Schwingungszuständen einer Normalschwingung eines 
elektronischen Niveaus eines Moleküls. 
Die Prozesse der hier betrachteten Lichtstreuung können neben der Darstellung als Formel 
ebenso als Energieniveau-Diagramm (Jablonski-Diagramm) darstellt werden (Abbildung 1). 
Das Energieniveau-Diagramm zeigt verschiedene energetische Zustände eines Moleküls. Si 
sind dabei die elektronischen Zustände des Moleküls und ʋ𝑖−𝑆 die Schwingungszustände einer 
Normalschwingung des jeweiligen elektronischen Zustandes des Moleküls. Die grau einge-
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zeichneten virtuellen Zustände im Diagramm stellen keine realen energetischen Zustände des 
Moleküls dar, sondern sie repräsentieren die Interaktionen des Lichtes mit einem Molekül bei 
der Lichtstreuung und dienen als Erklärungshilfe. Die ersten drei Prozesse von A bis C stellen 
den Normalfall der Lichtstreuung dar. Ein Sonderfall der Lichtstreuung ist zu beobachten 
(Abbildung 1 D), wenn die einfallende Lichtstrahlung eine Wellenlänge (𝜆𝐿 =
𝑐
𝑣𝐿
) aufweist, 
die einem elektronischen Übergang im Molekül entspricht. In solch einem Fall, kann resonan-
te Raman-Streuung beobachtet werden. Der Vorteil der resonanten Raman-Streuung ist eine 
Verstärkung des Raman-Signals. Der fünfte Prozess, der in dem Diagramm aufgeführt ist, ist 
keine Lichtstreuung. Es handelt sich dabei um den Prozess der Absorption mit anschließender 
Fluoreszenz (Abbildung 1 E).[11-13] 
 
Abbildung 1 Darstellung eines Jablonski Diagramms mit den Streuprozessen bei 
Schwingungen und dem Prozess der Fluoreszenz eines Moleküls. Es ist ein 
anharmonisches Potenzial für die Schwingungszustände dargestellt. 𝑣𝐿 ist 
die Frequenz des eingestrahlten Lichtes, 𝑣𝑆 ist die Frequenz einer Normal-
schwingung (= Übergangsfrequenz von einem auf ein anderes Schwin-
gungsniveau) und 𝑣𝑆′ ist die Frequenz der Stokes-Verschiebung (= hier die 
Differenz zwischen Absorptions- und Fluoreszenzfrequenz). [11-13] 
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2.1.2 Intensität der Raman-Streuung 
Die Intensität der Raman-Streuung ist in Gl. 8 für die Stokes-Streuung dargestellt. Wie aus 
der Gleichung ersichtlich ist, hängt die Intensität der Stokes-Raman-Streuung von verschie-
denen Parametern ab. Eine detaillierte Herleitung der Gl. 8 und Gl. 9 findet sich in der Litera-
tur.[12] 
Gl. 8 𝐼𝑆
𝑆𝑡 =
(𝑣𝐿−𝑣𝑆)
4
|𝑣𝑆|
𝐶
1
𝑞𝑆
𝑁𝑉𝑃𝐼𝐿 
Gl. 9 𝐼𝐿 = 𝜀0𝑐|𝐸𝐿|
2 2⁄  
Der erste Term des Produktes zeigt, dass die Intensität in erster Näherung von der vierten Po-
tenz der eingestrahlten Lichtfrequenz 𝑣𝐿 (𝑣𝐿 ≈ 𝑣𝐿 − 𝑣𝑆 da 𝑣𝐿 ≫ 𝑣𝑆 ) geteilt durch die Fre-
quenz der jeweiligen Normalschwingung (𝑣𝑆) abhängig ist. Weitere Parameter, die die Inten-
sität beeinflussen, sind die Konstante C, welche die Geometrie der Messung und die Polari-
sierbarkeit der jeweiligen Normalschwingung des Moleküls berücksichtigt; N ist die absolute 
Besetzungszahldichte, 𝑉𝑃 das streuende Volumen,  𝐼𝐿 die Intensität des einstrahlenden Lichtes 
(Gl. 9) und 𝑞𝑆 die Schwingungszustandsfunktion, welche von der Temperatur abhängig ist. 
Die Lichtintensität (Gl. 9) ist abhängig von der elektrischen Feldkonstante 𝜀0, der Lichtge-
schwindigkeit im Vakuum (𝑐) und dem Betragsquadrat des äußeren elektrischen Feldes, in 
diesem Fall nur von dem elektrischen Feld des eingestrahlten Lichtes. Ein Beispiel der Gl. 9 
für ein zwei atomiges Molekül in einem 90° Messaufbau (Abbildung 2) und mit der Schwin-
gungszustandsfunktion des harmonischen Oszillators, ist in Gl. 10 gegeben. [12] 
Gl. 10 
𝐼𝑆
𝑆𝑡 =
(𝑣𝐿−𝑣10)
4
|𝑣10|
ℎ
8𝜀0
2𝑐4𝜇𝐴𝐵
(
45(?̅?′)
2
+7(𝛾′)
2
45
)
1
(1−𝑒−ℎ𝑣10 𝑘𝑇⁄ )
𝑁𝑉𝑃𝐼𝐿
𝐼𝑆
𝑆𝑡 =
(𝑣𝐿−𝑣𝑆)
4
|𝑣𝑆|
                         𝐶                             
1
𝑞𝑆
        𝑁𝑉𝑃𝐼𝐿
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Abbildung 2 90° Raman-Messaufbau, wobei die Achsen die Laborraumrichtungen dar-
stellen.[12] 
𝜇𝐴𝐵 ist die reduzierte Masse des Moleküls, ?̅?
′ ist die mittlere Polarisierbarkeit, 𝛾′ ist die 
Anisotropie, ℎ ist das Plancksche Wirkungsquantum, 𝑣10 ist die Schwingungsfrequenz der 
Streckschwingung des Moleküls (= Übergangsfrequenz von Grundniveau auf das erste ange-
regte Schwingungsniveau der Streckschwingung), 𝑘 ist die Boltzmann-Konstante und T die 
Temperatur. Die Gl. 8 kann auch noch in einer weiteren Schreibweise dargestellt werden, wel-
che den differentiellen Streuquerschnitt 𝛽 (Gl. 11) enthält (Gl. 12). Der differentielle Streu-
querschnitt ist eine von dem Molekül, der einfallenden Lichtfrequenz und der Messgeometrie 
abhängige Konstante.[11, 12] 
Gl. 11 𝛽 =
𝑑𝜎
𝑑𝛺
=
(𝑣𝐿−𝑣𝑆)
4
|𝑣𝑆|
𝐶 
Gl. 12 𝐼𝑆
𝑆𝑡 = 𝛽𝑁0𝐼𝐿 
Die so erhaltene Gl. 12 ist nur von dem differentiellen Streuquerschnitt (𝛽), der Anzahl der 
Raman-streuenden Moleküle (𝑁0 = 𝑁𝑉𝑃 𝑞𝑆⁄ ) und der einfallenden Lichtintensität (𝐼𝐿) abhän-
gig. Damit hängt die Intensität bei gegebenem differentiellen Streuquerschnitt und Lichtinten-
sität nur noch von der Stoffmenge (oder Konzentration) ab. So ergibt sich ein linearer Zu-
sammenhang zwischen der Anzahl Raman-streuender Moleküle und der Raman-
Signalintensität (Abbildung 3). Bei der resonanten Raman-Streuung ist der differentielle 
Streuquerschnitt größer als bei der normalen Raman-Streuung, womit auch eine höhere Ra-
man-Intensität beobachtet wird.[12] 
 
Abbildung 3 Auftragung der Raman-Intensität (𝐼𝑆
𝑆𝑡) gegen die Anzahl an streuenden Mo-
lekülen (𝑁0) mit der entsprechenden Steigung (𝛽𝐼𝐿).  
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2.1.3 Frequenzen der Raman-Banden 
Hier wird auf das Ergebnis der quantenmechanischen Herleitung der Schwingungsenergie 
eines zweiatomigen Moleküls eingegangen (Gl. 13). Eine ausführliche Herleitung ist in der 
Literatur zu finden.[12, 14]  
Gl. 13 𝐸 = ℎ𝑣 (ʋ +
1
2
) (ʋ ∈ 𝑁) 
Hier ist 𝐸 die Schwingungsenergie des Moleküls im jeweiligen Quantenzustand bei der Nut-
zung eines harmonischen Potenzials, ℎ das Plancksche Wirkungsquantum, 𝑣 die Schwin-
gungsfrequenz und ʋ die Schwingungsquantenzahl. Die nach diesem Modell gemessene 
Schwingungsenergie ist die Differenz zweier Schwingungsenergiezustände, die sich nur um 
ʋ = ±1 unterscheiden. Damit ergibt sich vom Betrag her nur ein Energiewert für die Schwin-
gung Gl. 14.[12, 14] 
Gl. 14 |∆𝐸| = ℎ𝑣 
Die beobachtete Energieverschiebung des einfallenden Lichtes nach der Raman-Streuung ist 
ein Produkt aus dem Planckschen Wirkungsquantum und der Schwingungsfrequenz des zwei-
atomigen Moleküls. Die Frequenz der Verschiebung ergibt sich dabei aus der Gl. 15. Diese 
hängt von der Kraftkonstanten (𝑘) der Bindung und der reduzierten Masse (𝜇) des zweiatomi-
gen Moleküls ab.[12, 14] 
Gl. 15 𝑣 =
1
2𝜋
√
𝑘
𝜇
 
Für ein mehratomiges Molekül ergibt sich auf Grund der Anzahl an Atomen und ihrer Frei-
heitsgrade, dass ein solches Molekül 𝑆 = 3𝑛 − 5 𝑜𝑑𝑒𝑟 6 (n ∈ 𝑁∗, 5 𝑙𝑖𝑛𝑒𝑎𝑟, 6 𝑛𝑖𝑐ℎ𝑡 𝑙𝑖𝑛𝑒𝑎𝑟) 
Normalschwingungen hat. Aus der Herleitung für die Gesamtschwingungsenergie eines 
mehratomigen Moleküls ergibt sich ein annähernd gleicher Ausdruck für dessen Schwin-
gungsenergie, nur dass hierbei über alle Normalschwingungen des Moleküls summiert wird. 
Damit ergeben sich die verschiedenen Energieverschiebungen bei der Raman-Streuung eines 
mehratomigen Moleküls aus den Differenzen der jeweiligen Schwingungsenergiezustände 
jeweils einer Normalschwingung, die in der harmonischen Näherung nur vom Planckschen 
Wirkungsquantum und der Schwingungsfrequenz der betrachteten Normalschwingung abhän-
gen. Diese Frequenz ist dabei abhängig von der Kraftkonstanten und der reduzierten Masse 
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der jeweiligen Normalschwingung (Gl. 16). Für eine realere Beschreibung der Schwingung 
wird anstelle des harmonischen Oszillators ein realistischeres Potenzial verwendet, z.B. das 
Morse-Potential.[12, 14] 
Gl. 16 𝑣𝑆 =
1
2𝜋
√
𝑘𝑆
𝜇𝑆
 
2.2 Oberflächenverstärkte Raman-Streuung (SERS) 
Die Oberflächenverstärkte Raman-Streuung (englisch: surface-enhanced Raman scattering = 
SERS) führt zu einer Verstärkung des Raman-Signals von Molekülen. Erstmals wurde dieser 
Effekt von Fleischmann et al. an Silberelektroden beobachtet und 1974 publiziert.[15] Drei 
Jahre später beschrieben zwei Gruppen zeitgleich den SERS-Effekt über unterschiedliche 
Mechanismen.[16, 17] Jeanmaire und Van Duyne beschrieben den SERS-Effekt über einen 
elektromagnetischen Mechanismus (englisch: electromagnetic = EM) und Albrecht und 
Creighton beschrieben ihn über einen chemischen Mechanismus (englisch: chemical = 
CE).[16, 17] Heute ist allgemein akzeptiert, dass eine Kombination beider Mechanismen für 
den SERS-Effekt verantwortlich ist. Dabei weist der EM-Mechanismus meistens den größe-
ren Verstärkungseffekt (Verstärkungsfaktor; englisch: enhancement factor = EF~ 104-107) im 
Verglich zum CE Mechanismus (EF~ 10-102) auf.[4, 18] Einen Einfluss auf den  SERS-Effekt 
haben sowohl das eingestrahlte Licht, die vorhandenen Moleküle (Analyten), die eingesetzten 
Nanomaterialen als auch das umgebende Medium. In den folgenden Betrachtungen wird nur 
auf metallische Nanopartikel (= NP) eingegangen, da nur diese in der vorliegenden Arbeit 
untersucht wurden. Hier sollen nur ausgewählte Formeln für den SERS-Effekt vorgestellt 
werden und ihre Verbindungen untereinander und ihre Bedeutungen für den SERS-Effekt er-
läutert werden.  
2.2.1 Elektromagnetischer Mechanismus 
In erster Näherung wird beim EM-Mechanismus nur die Interaktion von einem einzelnen me-
tallischen Nanopartikel, dem einfallenden Licht und einem Molekül betrachtet. Das elektri-
sche Feld des eingestrahlten Lichtes bewirkt eine Auslenkung der delokalisierten Elektronen 
des Valenzbandes des Nanopartikels wie in Abbildung 4 dargestellt. Die daraus resultierende 
Ladungstrennung wird als bipolare lokalisierte Oberflächenplasmonenresonanz (englisch: 
localized surface plasmon resonace) bezeichnet. Diese führt zu einem induzierten Dipolmo-
ment im Nanopartikel, welches selbst ein elektrisches Feld emittieren kann.[19, 20] 
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Abbildung 4 Das elektrische Feld (𝐸𝐿⃗⃗⃗⃗⃗) des einfallenden Lichtes führt zu einer Auslenkung 
der Valenzelektronenwolke im Nanopartikel. ?⃗⃗? ist der Wellenvektor des einfallenden Lichtes. 
[4, 21] 
Wird angenommen, dass es sich um einen sphärischen Nanopartikel mit dem Radius 𝑟𝑁𝑃 han-
delt, welcher wesentlich kleiner ist als die Wellenlänge des eingestrahlten Lichtes (𝜆𝐿 
𝑟𝑁𝑃 𝜆𝐿 < 0,1⁄ ), kann von einem einheitlichen und zeitlich konstanten elektrischen Feld (𝐸𝐿⃗⃗⃗⃗⃗) 
um den Nanopartikel herum ausgegangen werden.[4, 20] Wird weiter angenommen, dass sich 
der Nanopartikel in einem Medium mit der Dielektrizitätskonstante 𝜀𝑀 befindet und das Par-
tikelmaterial die Dielektrizitätskonstante 𝜀𝑁𝑃 besitzt, welche nicht von der Größe des Parti-
kels abhängt, kann von einer quasi-statischen Näherung gesprochen werden. Somit reduzieren 
sich die Maxwell-Gleichungen zur Berechnung des induzierten elektrischen Feldes auf elekt-
rostatische Gleichungen. Wird das Nanopartikelmaterial als leitfähig angenommen und dass 
der Partikel eine Nettoladungsdichte von Null hat, so gehen die Maxwell-Gleichungen in die 
Laplace-Gleichungen über. Aus diesen Gleichungen lässt sich in erster Näherung das elektri-
sche Feld außerhalb des Nanopartikels (?⃗?𝑜𝑢𝑡) berechnen (Gl. 17), wobei der Wellenvektor (?⃗⃗?) 
des eingestrahlten Lichtes entlang der x-Achse ausgerichtet ist und Moleküle vernachlässigt 
werden, die nahe der Oberfläche das elektrische Feld beeinflussen.[4, 20-22] 
Gl. 17 ?⃗?𝑜𝑢𝑡 = 𝐸𝐿𝑧 − 𝛼𝑁𝑃𝐸𝐿 [
𝑧
𝑟3
−
3𝑧
𝑟5
(𝑥?⃗? + 𝑦?⃗? + 𝑧𝑧)] 
Der erste Term der Gl. 17 steht für das elektrische Feld des einfallenden Lichtes und der zwei-
te Term steht für das Feld, welches durch das induzierte Dipolmoment des Partikels erzeugt 
wird. 𝐸𝐿 ist die maximale Amplitude des einfallenden Lichtes, 𝛼𝑁𝑃 ist die Polarisierbarkeit 
des Metalls des Nanopartikels und ?⃗?/?⃗?/𝑧 sind die kartesischen Einheitsvektoren. 𝑥/𝑦/𝑧 sind 
die kartesischen Koordinaten und 𝑟 ist der Radialabstand an dem das elektrische Feld be-
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stimmt wird.[20, 21] Die Polarisierbarkeit eines sphärischen Partikels in Gl. 17 ist durch die 
Gl. 18 mit der Gl. 19 gegeben. [4, 20, 22] 
Gl. 18 𝛼𝑁𝑃 = 𝑔𝑟𝑁𝑃
3  
Gl. 19 𝑔 =
𝜀𝑁𝑃−𝜀𝑀
𝜀𝑁𝑃+2𝜀𝑀
 
Danach ist die Polarisierbarkeit eines Nanopartikels abhängig von dem 𝑔–Faktor und dem 
Radius des sphärischen Nanopartikels (𝑟𝑁𝑃; Gl. 18). Der 𝑔-Faktor ist seinerseits abhängig von 
der Dielektrizitätskonstante 𝜀𝑀 des umgebenden Mediums und der Dielektrizitätskonstante 
𝜀𝑁𝑃 des Nanopartikelmaterials. Somit ist das äußere elektrische Feld direkt von der Dielektri-
zitätskonstante des umgebenden Mediums abhängig.[4, 20]  
Die SERS-Intensität ist direkt proportional vom Betragsquadrat des äußeren elektrischen Fel-
des (?⃗?𝑜𝑢𝑡) abhängig, ebenso wie die normale Raman-Streuung (Gl. 12 & Gl. 9). Wird das 
Betragsquadrat des resultierenden äußeren elektrischen Feldes bestimmt, kann es zur Berech-
nung der SERS-Intensität verwendet werden. Für ein Molekül, welches sich direkt auf der 
Oberfläche eines Nanopartikels befindet, ist der Radialabstand des Moleküls gleich dem Na-
nopartikelradius (𝑟𝑁𝑃 = 𝑟) und Gl. 17 lässt sich in Gl. 20 umformen (Polarkoordinaten).[4, 
20] 
Gl. 20 |𝐸𝑜𝑢𝑡⃗⃗ ⃗⃗ ⃗⃗ ⃗⃗⃗|
2
= 𝐸𝐿
2[|1 − 𝑔|2 + 3 cos2 𝜃(2Re(𝑔) + |𝑔|2)] 
𝜃 ist der Winkel zwischen dem eingestrahlten elektrischen Feld und dem Radialvektor des 
Moleküls auf der Nanopartikeloberfläche. Bei großen 𝑔-Werten (|𝑔| ≫ 1) kann die Gl. 20 
näherungsweise als Gl. 21 dargestellt werden.[4, 20] 
Gl. 21 |𝐸𝑜𝑢𝑡⃗⃗ ⃗⃗ ⃗⃗ ⃗⃗⃗|
2
= 𝐸𝐿
2|?⃗?|2[1 + 3 cos2 𝜃] 
Die maximale Feld-Intensität im konkreten Fall wird somit bei 𝜃 gleich 0° oder 180° zum 
eingestrahlten elektrischen Feld beobachtet (|𝐸𝑜𝑢𝑡⃗⃗ ⃗⃗ ⃗⃗ ⃗⃗⃗|
2
= 𝐸𝐿
2|?⃗?|24). Das äußere elektrische Feld 
um den Nanopartikel herum bewirkt dann zwei Verstärkungen; zum einen wird das einfallen-
de elektrische Feld verstärkt (einfallendes Licht; Feldverstärkungsfaktor: |𝐴(𝑣𝐿)| =
|𝐸𝑜𝑢𝑡(𝑣𝐿)| |𝐸𝐿|⁄ ) und zum anderen wird das emittierte elektrische Feld (Raman-Streuung) des 
Moleküls verstärkt (Feldverstärkungsfaktor: |𝐴(𝑣𝐿 − 𝑣𝑆)| = |𝐸𝑜𝑢𝑡(𝑣𝐿 − 𝑣𝑆)| |𝐸𝐿|⁄ ). Die so 
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erhaltenen Feldverstärkungsfaktoren werden meist als EM-Verstärkungsfaktor (𝐸𝐹𝐸𝑀; Gl. 22) 
zusammengefasst. [4, 18-20] 
Gl. 22 𝐸𝐹𝐸𝑀 = |𝐴(𝑣𝐿)|
2|𝐴(𝑣𝐿 − 𝑣𝑆)|
2 =
|𝐸𝑜𝑢𝑡(𝑣𝐿)|
2|𝐸𝑜𝑢𝑡(𝑣𝐿−𝑣𝑆)|
2
|𝐸𝐿|4
  
Für ein Molekül, das sich auf der Nanopartikeloberfläche befindet und 𝜃 gleich 0° oder 180° 
hat, ergibt sich aus Gl. 22 der EM-Verstärkungsfaktor Gl. 23.[20] 
Gl. 23 𝐸𝐹𝐸𝑀 = 16|𝑔(𝑣𝐿)⃗⃗ ⃗⃗ ⃗⃗ ⃗⃗ ⃗⃗ |
2
|𝑔(𝑣𝐿−𝑣𝑆)⃗⃗ ⃗⃗ ⃗⃗ ⃗⃗ ⃗⃗ ⃗⃗ ⃗⃗ ⃗⃗ |
2
= 16|𝑔𝐿⃗⃗⃗⃗⃗|
2|𝑔𝐿𝑆⃗⃗ ⃗⃗ ⃗⃗⃗|
2 
Gl. 23 zeigt den maximalen EM-Verstärkungsfaktor in diesem Modell. Für den mittleren EM-
Verstärkungsfaktor ergibt sich 𝐸𝐹𝐸𝑀 = 4|𝑔𝐿⃗⃗⃗⃗⃗|
2|𝑔𝐿𝑆⃗⃗ ⃗⃗ ⃗⃗⃗|
2. Weiter kann angenommen werden, dass 
die eingestrahlte Lichtfrequenz (𝑣𝐿) und emittierte Lichtfrequenz (𝑣𝑒𝑚𝑖𝑡𝑡𝑖𝑒𝑟𝑡 = 𝑣𝐿 − 𝑣𝑆) nähe-
rungsweise gleich sind, da 𝑣𝐿 wesentlich größer ist als 𝑣𝑆 (𝑣𝐿 ≈ 𝑣𝐿 − 𝑣𝑆 da 𝑣𝐿 ≫ 𝑣𝑆). So 
ergibt sich eine Verstärkung von |𝐴(𝑣𝐿)|
4, die in der Literatur auch als 𝐸4 Verstärkung be-
zeichnet wird.[4]  
Bisher wurde die Interaktion von einem Molekül und einem Nanopartikel betrachtet. Für den 
allgemeinen Fall der Interaktion von mehreren Molekülen einer Molekülart und mehreren 
Nanopartikel kann die SERS-Stokes-Intensität (𝐼(𝑆𝐸𝑅𝑆)𝑆
𝑆𝑡) einer Normalschwingung in Ana-
logie zu Gl. 12 in Gl. 24 beschrieben werden. Hierbei wird die Gl. 12 mit dem EM-
Verstärkungsfaktor (𝐸𝐹𝐸𝑀) multipliziert und der differentielle Streuquerschnitt durch einen 
spezifischen Raman-Streuquerschnitt der adsorbierten Moleküle (𝜎𝑎𝑑𝑠) ersetzt sowie mit 𝑁0 
die Anzahl der Moleküle, die mit dem Nanomaterial interagieren, bezeichnet. 𝐼𝐿 steht für die 
Lichtintensität des eingestrahlten Lichtes.[18]  
Gl. 24 𝐼(𝑆𝐸𝑅𝑆)𝑆
𝑆𝑡 = 𝜎𝑎𝑑𝑠𝑁0𝐼𝐿𝐸𝐹𝐸𝑀 = 𝜎𝑎𝑑𝑠𝑁0𝐼𝐿|𝐴(𝑣𝐿)|
2|𝐴(𝑣𝐿 − 𝑣𝑆)|
2 
Dabei gilt die Annahme, dass die Nanopartikel alle sphärisch, von gleicher Größe, voneinan-
der hinreichend weit entfernt sind und keine Beeinflussung ihrer EM-Verstärkungen unterei-
nander zeigen. Damit kann der mittlere EM-Verstärkungsfaktor nach Gl. 23 in der Gl. 24 ge-
nutzt werden. Wird in Gl. 24 die E4 Näherung eingeführt und Gl. 17 und Gl. 22 betrachtet so 
zeigt sich, dass die 𝐼(𝑆𝐸𝑅𝑆)𝑆
𝑆𝑡 eine genäherte direkte Radialabstandsabhängigkeit von 𝑟−12 
hat (Gl. 25).[4, 19] 
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Gl. 25 𝐼(𝑆𝐸𝑅𝑆)𝑆
𝑆𝑡 ∝
1
𝑟12
 
Befinden sich die Nanopartikel hingegen dicht beieinander, so beeinflussen sich die elektro-
magnetischen Felder der Nanopartikel und es kommt zwischen den Partikeln zu einem starken 
Anstieg des elektromagnetischen Feldes. Dieses Phänomen wird als „Hot Spot“ bezeichnet. 
Hot Spots werden aber auch bei einzelnen Nanopartikeln beobachtet, wenn diese z.B. scharfe 
Kanten oder Spitzen aufweisen.[19] Durch Ausnutzung der Hot Spots ist es möglich sogar 
Einzelmolekülspektroskopie mit SERS zu realisieren. Der Effekt führt aber auch zu Proble-
men bei der Quantifizierung von Molekülen, da stark unterschiedliche 𝐸𝐹𝐸𝑀 in einer realen 
Probe auftreten können.[5, 6, 18, 23] 
2.2.2 Chemischer Mechanismus 
Als chemischer Mechanismus werden alle Verstärkungen bezeichnet, die nicht über den EM-
Mechanismus erklärt werden können. Bei allen diesen unterschiedlichen Effekten sind die 
Moleküle auf der Oberfläche des Nanopartikels adsorbiert. Es werden Effekte unterschieden, 
bei denen die Molekülorbitale und die Orbitale der Atome der Nanopartikeloberfläche über-
lappen, von solchen, bei denen kein Überlapp der Orbitale beobachtet wird.[18-20, 24, 25] 
Der am ausführlichsten untersuchte Interaktionsmechanismus ist die Bildung von Ladungs-
transfer- (Charge Transfer oder CT) Komplexen zwischen Molekülen und Atomen der Nano-
partikeloberfläche. Dies führt zu einer Veränderung der Polarisierbarkeit des Moleküls, zur 
Verschiebung und/oder Verbreiterung der elektronischen Zustände oder zu neuen elektroni-
schen Zuständen des Moleküls. Die so veränderten oder neu entstandenen elektronischen Zu-
stände können in einem Energiebereich liegen, der nahe oder gleich der eingestrahlten Licht-
wellenlänge ist, was einer resonanten Anregung entspricht. Eine resonante Raman-Streuung 
von Licht an Molekülen führt zu einer Vergrößerung des Streuquerschnittes und somit zu ei-
ner Verstärkung des Raman-Signals. Daher führt die chemische Verstärkung zu einem verän-
derten Streuquerschnitt bei SERS-Messungen. Der hier genutzte Streuquerschnitt wird als 
Streuquerschnitt für die adsorbierten Moleküle (𝜎𝑎𝑑𝑠) bezeichnet und ist bereits in Gl. 24 dar-
gestellt worden.[18-20, 24, 25] 
Damit hängt die SERS-Intensität bei gegebener Messgeometrie, Lichtintensität und Umge-
bungsmedium von dem jeweiligen Adsorptions-Streuquerschnitt, dem jeweiligen EM-
Verstärkungsfaktor und der Anzahlt der interagierenden Moleküle ab.[18] 
 22 
 
2.3 Papier als Trägermaterial 
Es gibt verschiedenste Arten von Papieren, die alle unterschiedliche Eigenschaften aufweisen 
und für die verschiedensten Anwendungen genutzt werden, z.B. für Informationsverbreitung 
(Buch, Zeitung) oder in der Analytik (Filtration, Papier-Chromatographie). Hier soll nur auf 
zwei Papierarten kurz eingegangen werden und ihr allgemeiner Aufbau dargestellt werden. 
Bei den beiden Papierarten handelt es sich um Zellulose- und Glasfaserpapier. Beide Papiere 
sind dreidimensionale Netzwerke, die aus ihren jeweiligen Fasern aufgebaut sind.[26] 
Zellulosepapier besteht aus natürlichen und/oder chemisch modifizierten Zellulosefasern, 
welche noch mit Zusatzstoffen versehen sein können. Die Zellulosefasern des Papiers weisen 
eine bevorzugte Ausrichtung ihrer Länge horizontal zur Papierfläche auf und haben ansonsten 
eine willkürliche Richtungsorientierung. Diese willkürliche Orientierung in der Papierebene 
führt dazu, dass sich die Fasern kreuzen und sich Poren von unterschiedlicher Größe bilden. 
Diese Netzwerkstruktur beeinflusst auch die mechanische Belastbarkeit des Papiers. Diese ist 
aber vor allem von den Bindungskräften der einzelnen Fasern untereinander und der Stabilität 
der Fasern selbst abhängig. Diese Eigenschaften ergeben sich aus der chemischen Struktur der 
Fasern. Zellulosefasern bestehen aus linearen Ketten von Polysacchariden, die inter- und in-
tramolekulare Wechselwirkungen wie Wasserstoffbrückenbindungen und Van-der-Waals-
Kräfte aufweisen. Die Wasserstoffbrückenbindungen ergeben sich aus den funktionellen 
Gruppen der Monomer-Einheiten der Zellulose. Diese ist aus β-D-Glukose Monomeren auf-
gebaut, welche über eine β-1,4-glykosidische Bindung verbunden sind (Abbildung 5).[26, 27] 
 
 
Abbildung 5 Zwei β-D-Glukose Monomere verbunden über eine β-1,4-glycosidische 
Bindung bilden die Wiederholungseinheit der Polysaccharidketten der Zel-
lulose.[26, 27] 
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Die inter- und intramolekularen Wasserstoffbrückenbindungen in Zellulose bilden sich vor 
allem zwischen den C3-OH, C5-O-C1, C6-O-H und C2-OH aus und sorgen so für eine lineare 
Struktur der Fasern und eine Vernetzung der Fasern untereinander. Die Van-der-Waals-Kräfte 
erzeugen je nach Länge der einzelnen Polymere, welche bei natürlicher Zellulose für Bäume 
im Bereich von 300 bis 1700 Monomer-Einheiten liegt, eine starke Affinität der linearen Po-
lymere untereinander und tragen damit zur Vernetzung der Fasern bei.[26, 27] 
Glasfaserpapiere bestehen aus Glasfasern, die zumeist mit einem Bindemittel (organisch oder 
anorganisch) zusammengehalten werden, was aber nicht auf alle Glasfaserpapiere zutrifft. Die 
Glasfasern an sich bestehen aus verschiedensten Glassorten, wie z.B. Quarzglas oder Borosi-
likatglas. Der Hauptbestandteil eines jeden Glases auf Siliziumbasis ist Siliziumdioxid. Von 
der chemischen Zusammensetzung ist damit Quarzglas das einfachste, da es aus reinem Sili-
ziumdioxid ohne Zusatzstoffe besteht. Alle anderen Siliziumgläser enthalten weitere Zusatz-
stoffe, um sie leichter verarbeiten zu können oder ihre Eigenschaften anzupassen. Ähnlich wie 
bei Zellulosepapier sind auch bei Glasfaserpapieren die Fasern vorwiegend horizontal zur 
Papierebene ausgerichtet und haben ansonsten meist eine willkürliche Orientierung. Die me-
chanische Belastbarkeit der Glasfaserpapiere hängt zum einen von den Fasern (Länge, Dicke, 
Art des Glases, Dichte der Fasern) und zum anderen von den eingesetzten Bindemitteln ab. 
Beide Papierarten zeigen auf Grund ihrer dichten 3D-Netzwerkstruktur Kapillarflusseigen-
schaften.[28] 
2.4 Papierbasierte Mikrofluidik-Analysesysteme   
Die Nutzung von Papier zur Trennung von Stoffgemischen ist schon über einhundertfünfzig 
Jahre alt. Die ersten Beschreibungen von Auftrennungen von Stoffgemischen sind um 1850 
entstanden. Zu diesem Zeitpunkt nutzte man die Effekte der Stofftrennung ohne deren physi-
kalisch chemische Hintergründe zu kennen, zur Herstellung von Kunstwerken. Friedlieb F. 
Runge veröffentlichte 1855 ein Buch mit selbst hergestellten Papierbildern von Stofftauftren-
nungen.[29] Erst ca. fünfzig Jahre später wurde die Auftrennung von Stoffgemischen mit Pa-
pier und anderen Trennmaterialen zu wissenschaftlichen Analysen genutzt und 1906 von 
Tswett publiziert.[30] Dann dauerte es ca. weitere 30 Jahre bis die theoretischen Grundlagen 
und Kenngrößen der allgemeinen Chromatographie entwickelt wurden.[31] Für die Entwick-
lung der Verteilungschromatographie haben Martin und Synge 1952 den Nobelpreis für Che-
mie erhalten. In den folgenden Jahrzehnten entwickelte sich zwar auch die Papierchromato-
graphie weiter, aber der Fokus der Forschung lag auf säulenchromatographischen Methoden. 
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Das zeigt sich auch daran, dass das erste Papier-basierte Mikrofluidik-System schon 1949 von 
Müller et al. vorgestellt wurde (Abbildung 6 A),[32] aber erst ca. weitere sechzig Jahre ver-
strichen, bis das erste Papier-basierte Mikrofluidik-Analysesystem (englisch: microfludic pa-
per-based analytical device = µPAD) vorgestellt wurde (Abbildung 6 B).[32, 33] 
 
Abbildung 6 Schematische Darstellungen des papierbasierten Mikrofluidik-Systems von 
Müller (A) und des µPADs von Martinez (B).[31, 33] 
Die Grundidee der µPADs ist es, eine komplette chemische Analyse von einem oder mehreren 
Analyten in einer Probe auf einem einzigen Papierteststreifensystem durchzuführen. Das be-
deutet, dass die zu untersuchende Probe nach der Probennahme direkt auf das µPAD aufge-
tragen werden sollte und dort die Probenvorbereitung (z.B. Probenaufreinigung), die Proben-
präparation (z.B. chemische Reaktionen) und die anschließende Detektion in einer Analyse-
zone (z.B. Farbänderung) stattfinden sollten.[3, 34] Dies ist der Unterschied zwischen den 
Papier-basierten Mikrofluidik-Systemen von Müller und Martinez. Bei Martinez gibt es genau 
definierte Bereiche, die speziell für die Detektion der Analyten vorbereitet sind und nur dort 
eine Analysereaktion zeigen (Abbildung 6 B).[32, 33] Mit der Veröffentlichung von Martinez 
und dem technischen Fortschritt in der Analyse-, Computer-, Foto- und Kommunikations-
technik hat sich das Gebiet der µPADs in den letzten 10 Jahren sehr schnell weiterentwickelt 
und ist aktuell weiterhin ein großes Forschungsfeld.[1-3, 34] 
Die Vorteile von µPADs liegen in ihrem geringen Preis, ihrer einfachen Benutzung, ihrer 
kompakten und leichten Form und ihrer Portabilität. Anderseits haben die µPADs auch Nach-
teile. So können bei den meisten von ihnen nur Proben analysiert werden, die nicht in organi-
schen Lösungsmitteln gelöst sind und von denen genügend Probemenge vorhanden ist. Im 
Verglich zu Mikrofluidik-Systemen auf Chipbasis (z.B. Polydimethylsiloxan) benötigen die 
meisten µPADs größere Probenmengen.[1-3, 34]  
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Die vier wesentlichen Aspekte in denen sich µPADs unterscheiden, sind die Art des Papieres, 
das Material und die Herstellung der hydrophoben Barrieren, die Detektionsmethode und ob 
es sich um ein 2D oder 3D µPAD handelt. Bei der Unterscheidung zwischen 2D und 3D 
µPADs handelt es sich bei 2D µPADs um Papiersysteme, die zumeist nur aus einer Lage von 
Papier bestehen und nur in dieser Papierebene einen horizontalen Fluss haben. Die 3D µPADs 
bestehen hingegen aus mehreren Lagen von Papier und zeigen neben dem horizontalen Fluss 
einen vertikalen Fluss zwischen verschiedenen Papierebenen. Da in dieser Arbeit nur 2D Sys-
teme verwendet werden, wird hier nicht weiter auf die 3D µPADs eingegangen.[1-3, 34]  
Bei den Papierarten, die zur Herstellung von µPADs verwendet werden, machen zwei Arten 
den überwiegenden Teil der hergestellten µPADs aus, Zellulosepapiere und Nitrozellulosepa-
piere. Eine kleine Einführung in den Aufbau von Zellulosepapieren ist im Kapitel 2.3 gege-
ben.[1-3, 34] 
Die Herstellung und die Materialen für die hydrophoben Barrieren sind sehr vielfältig. Bei 
den Herstellungsverfahren für die Barrieren wird unterschieden zwischen direkten und indi-
rekten Verfahren. Zu den indirekten Verfahren zählen z.B. Siebdruck, Ätzverfahren oder Foto-
lithographie. Direkte Verfahren sind hingegen z.B. Tintenstrahldruck, Wachsdruck (Festtin-
tendruck) oder Schreiben. Davon abhängig, welche Barrieren-Herstellungsmethode verwendet 
wird, muss auch das dementsprechende Barrieren-Material verwendet werden.[2, 3, 34] In 
Tabelle 1 ist eine Übersicht mit ausgewählten Herstellungsverfahren, deren Materialen und 
welche Vor- und Nachteile diese Methoden bieten dargestellt. 
Tabelle 1 Ausgewählte Herstellungsmethoden, ihr Barriere-Material und Vor- und Nach-
teile der Methoden. 
Herstellungsmethode Barrieren-Material Vor- & Nachteile 
Fotolithographie 
[2, 3] 
Fotolack (z.B. SU-8) 
+ hohe Auflösung µPADs 
- teure Apparaturen notwendig 
Siebdruck 
[2, 3, 35] 
PDMS, Wachs, Poly-
styrol 
+ einfache Apparaturen für Druck 
- geringe Auflösung µPADs 
- jedes neue µPAD-Layout benötigt neue Maske 
Ätzverfahren 
[2, 3] 
Polystyrol, AKD 
+ günstige Herstellung 
- jedes neue µPAD-Layout benötigt neue Maske 
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Tintenstrahldruck 
[2, 3, 36, 37] 
Polystyrol, AKD, Si-
licon, MSQ 
+ günstige Herstellung in hoher Anzahl 
- teils Modifikation des Tintenstrahldruckers 
Wachsdruck 
(Festtintendruck) 
[2, 34, 36-40] 
Wachs 
+ einfache Herstellung in hoher Stückzahl 
+ Original-Drucker mit Patronen verwendbar 
- Drucker & Tinte teurer als bei Tintenstrahldrucker 
Kurz soll hier auf zwei Verfahren zur Herstellung von hydrophoben Barrieren näher einge-
gangen werden. Da wäre zuerst die Methode des Tintenstrahldrucks mit Alkylketendimeren 
(AKD). Hierbei handelt es sich um eine chemische Modifikation der Zellulose, um diese un-
polar zu machen. Dazu wird die AKD-Lösung mit einem Tintenstrahldrucker auf das Papier 
aufgetragen und im Anschluss wird das Papier für eine kurze Zeit einer hohen Temperatur 
ausgesetzt, um das AKD zur Reaktion zu bringen. Das Ergebnis ist, dass die Oberflächen der 
Zellulosefaser unpolar werden und so bilden sich unpolare Bereiche auf den Papieren aus. Die 
zweite Methode ist der Wachsdruck. Hierbei wird ein kommerziell erhältlicher Wachsdrucker 
mit originalen Wachspatronen (Festtintenpatronen) verwendet. Dieser Drucker schmilzt das 
Wachs auf und walzt es auf das Papier. So entsteht ein hydrophober Bereich an der Oberflä-
che des Papieres. Im zweiten Schritt wird das Papier mit dem Wachs kurz einer hohen Tempe-
ratur ausgesetzt, die Folge ist, dass das Wachs wieder aufgeschmolzen wird und in das Papier 
diffundiert; so dass durchgängige hydrophobe Barrieren im Papier entstehen. Zur besseren 
Veranschaulichung dieser Präparation wird auf die Abbildung 14 für die Herstellung von 
µPADs im experimentellen Teil dieser Arbeit verwiesen (Kapitel 3.5).[2, 34, 36-38] 
Der vierte Punkt in dem sich die µPADs unterscheiden, sind ihre Detektionszonen und die 
damit verbundenen Detektionsverfahren. Die gängigsten Detektionsverfahren sind Farbmes-
sungen,[38-40] Fluoreszenzmessungen [41, 42] und elektrochemische Messungen.[43] Für 
diese drei Detektionsmethoden gibt es verschiedenste Beispiele; für mehr Informationen zu 
diesen drei Messmethoden verweise ich auf einschlägige Übersichtsartikel, in denen eine gro-
ße Anzahl von ihnen aufgeführt sind.[2, 3] Die in diesen Artikeln aufgeführten Messmethoden 
sind auch immer gleich mit den jeweiligen Beispielen für die entsprechenden Analyten wie 
z.B. Glukose, Bakterien, Proteine, pH-Wert, Pilzgifte, Metallionen, HIV-1 Antigen, Pestizide 
und weitere versehen.[2, 3] Die einfachste Detektion für µPADs kann mit dem bloßen Auge 
bei einer Farbveränderung oder einer Lumineszenz beobachtet werden. Diese gibt meist nur 
eine Aussage, ob der Analyt vorhanden ist oder nicht. Für Konzentrationsbestimmungen wird 
dann meist ein elektronisches Detektions- und Analysesystem benötigt. Eine andere Art von 
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µPADs kommt ohne elektronische Detektionssysteme aus. Hier wird über die Länge der ent-
stehenden Farbbande [40] oder über Positivaussagen einer Messreihe auf einem einzigen Pa-
pierstreifen die Konzentration oder der Konzentrationsbereich bestimmt.[35, 39] Für jene 
µPADs, die für die Konzentrationsbestimmung ein elektronisches Detektionssystem benöti-
gen, gibt es unterschiedlichste Systeme wie einen klassischen Scanner, ein Potentiometer, eine 
Digitalkamera oder, was immer öfter Einsatz findet, ist ein Smartphone, da es über eine Lam-
pe, eine Kamera und eine Recheneinheit mit Ausgabedisplay verfügt. Zudem kann es leicht 
erweitert werden.[2, 3, 43]  
Eine noch nicht so verbreitete Methode ist hingegen die Detektion der Raman-Streuung oder 
genauer die der Oberflächenverstärkten Raman-Streuung. Natürlich gibt es auch zu dieser 
Detektionsmethode bereits Literatur und unterschiedliche Forschungsarbeiten. Dabei sei an 
dieser Stelle nur auf einen Übersichtsartikel in der Angewandten Chemie verwiesen,[3] da 
eine ausführliche Betrachtung dieser Systeme im nachfolgenden Kapitel 2.5.3 vorgenommen 
wird. 
2.5 SERS in der Analytik 
SERS kann zu verschiedensten analytischen Zwecken eingesetzt werden. Dabei kann mit 
SERS die Ausrichtung von Molekülen auf einer Oberfläche bestimmt werden,[44] es kann 
Einzelmolekülspektroskopie durchgeführt werden,[5, 6, 18, 23] es können Kinetikstudien 
unternommen werden [45] oder es können Analyten unterschiedlichster Art identifiziert und 
quantifiziert werden.[46-49] Auf diesen letzten Punkt soll in diesem Kapitel vor allem einge-
gangen werden. Dabei soll es um die Präparation von SERS-Substraten auf Papieren und 
µPADs gehen und was zur Quantifizierung von Analyten an verschiedenen Systemen bereits 
beschrieben ist. 
2.5.1 SERS-Substrate 
SERS-Substrate lassen sich prinzipiell in drei verschiedene Arten einteilen: Metallnanoparti-
kelsuspensionen, Metallnanopartikel aufgetragen auf “festen“ Substraten, und Metallnano-
strukturen hergestellt direkt auf “festen“ Substraten.[49] Es gibt auch noch weitere Materia-
len, die das Raman-Signal verstärken wie z.B. Quantenpunkte oder Graphen,[46] auf diese 
soll aber hier nicht weiter eingegangen werden. Die Gemeinsamkeit der anderen drei SERS-
Substrate ist, dass sie alle aus Metallen bestehen. Die zwei gebräuchlichsten Metalle, die für 
die Herstellung von Substraten Verwendung finden, sind Gold und Silber.[46-49] Es gibt aber 
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auch andere Metalle, die eingesetzt werden können, wie z.B. Kupfer oder Aluminium.[46] 
Hier soll nur auf SERS-Substrate aus Gold und Silber eingegangen werden, da nur diese in 
der vorliegenden Arbeit genutzt werden.  
Die erste Art von SERS-Substraten sind Metallnanopartikelsuspensionen. Zwei prinzipielle 
Methoden zur Herstellung von Metallnanopartikelsuspensionen sollen hier vorgestellt werden. 
Zum einen ist das die Laserablation von Gold oder Silber in einem Lösungsmittel. Hier wird 
mit einem hochenergetischen Laser ein Plasma auf einer Gold- oder Silberoberfläche gezün-
det, welche sich z.B. in Wasser befindet. Das hierbei gebildete atomare Metall bildet in Inter-
aktion mit dem Lösungsmittel dann Nanopartikel. Die dabei entstehen Nanopartikel sind 
sphärischer Natur und haben keine organischen Moleküle auf ihrer Oberfläche. Ihre Größe 
kann z.B. über die Lasereinstrahlzeit oder den pH-Wert des Wassers reguliert werden.[49]  
Die zweite Methode der Herstellung von Metallnanopartikelsuspensionen ist die nasschemi-
sche Synthese von Nanopartikeln. Diese Methode beruht auf der Reduktion von Metall-
präkursorn in einem Lösungsmittel. Diese grundlegende Methode ist sehr verbreitet bei der 
Herstellung von metallischen Nanopartikeln, da sie einen leichten Zugang zu Nanopartikeln 
ermöglicht und eine hohe Variabilität bei den herzustellenden Nanopartikeln zulässt. Diese 
Variabilität zeigt sich vor allem in den entstehenden Nanopartikel-Formen, die von sphäri-
schen NP[50] über dreieckig planare NP,[51-53] Nanostäbchen,[54] sternförmige NP [55, 56] 
bis hin zu weiteren Formen gehen.[46, 47, 49, 57, 58] Die Synthese der unterschiedlichen 
Formen und Größen wird über die Präkursor, die Seed-Nanopartikel, die Reduktionsmittel, 
die oberflächenaktiven Substanzen und die Reaktionsbedingungen sowie die Reaktionsge-
schwindigkeiten gesteuert.[48-58] Ein Beispiel für eine klassische Synthese ist die Reduktion 
von Tetrachlorgoldsäure oder Silbernitrat in wässriger Lösung mit Trinatriumcitrat ohne Seed-
NP.[50, 59] Diese Reaktion produziert als Grundform sphärische Nanopartikel für Gold und 
Silber, wobei Gold wesentlich einheitlichere sphärische NP ergibt als Silber (Abbildung 7 
A).[59] Silber zeigt zwar auch zum großen Teil näherungsweise sphärische NP, aber es wer-
den auch Stäbchen, Dreiecke oder Rechtecke bei der Synthese beobachtet (Abbildung 7 
B).[60] Als weiteres Reduktionsmittel für die Nanopartikelsynthese seinen hier noch z.B. Nat-
riumborhydrid, Hydrazin oder Hydroxylaminhydrochlorid genannt.[49] Als oberflächenaktive 
Substanzen kommen z.B. Polyethylenglycol, Cetyltrimethylammoniumbromid oder Polyvi-
nylpyrrolidon zum Einsatz, für eine bessere Kontrolle der NP-Form.[49] 
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Abbildung 7 Transmissionselektronenmikroskopie-Bilder (= TEM-Bilder) von Gold- (A) 
und Silber-NP (B), die durch Citrat-Reduktion hergestellt wurden. 
Eine Unterart der Metallnanopartikelsuspensionen sind Suspensionen von Kern-Schalen-
Nanopartikeln. Bei diesen Suspensionen gibt es Kern-Schale-NP, die aus übereinander ge-
schichteten Lagen von gleichen oder verschiedenen Metallen bestehen oder bei denen der 
Kern aus einem anderen Material besteht, der dann mit Nanopartikeln beschichtet ist.[54, 61, 
62] Die Kerne bei der zweiten Art von Kern-Schale-NP können z.B. aus Polymeren oder auch 
aus Oxiden bestehen.[54, 61] 
Für die Herstellung von SERS-Substraten, bei denen Metallnanopartikel auf “feste“ Substrate 
aufgetragen werden, werden die Metallnanopartikelsuspensionen genutzt. Bei den “festen“ 
Substraten kann es sich um Objektträger,[63] Papiere,[64] Füllmaterialen [65] oder sogar um 
Gele [66] handeln. Die Unterschiede bestehen nicht nur in den “festen“ Substraten, sondern 
auch in den verschiedenen Auftragungsarten. So können die Substrate durch Eintauchen,[67] 
durch Auftropfen,[63, 68] durch Abfiltrieren,[64] durch Aufmalen,[69] durch Drucken [70] 
oder durch Aufsprühen [71] einer Metallnanopartikelsuspension hergestellt werden.[47] Ein 
Spezialfall ist Gel, wobei die Metallnanopartikelsuspension direkt bei der Herstellung des 
Gels mit eingebracht wird.[66] Von den vorgestellten “festen“ Substraten und Auftragungsme-
thoden soll hier nur etwas näher auf die eingegangen werden, die Papier als Substrat haben 
und durch Auftropfen, Drucken oder Sprühen hergestellt wurden, da diese Methoden in der 
vorliegenden Arbeit getestet wurden. Die einfachste Methode ist das Auftropfen der Metall-
nanopartikelsuspension, hier wird einfach die Suspension mit einer Pipette auf das Papier 
aufgetragen.[64] 
Für die Methode des Druckens von Suspensionen sind Veröffentlichungen von verschiedenen 
Gruppen zu finden.[47, 70, 72-80] Zum Drucken der Suspensionen werden zwei Verfahren 
eingesetzt, der Siebdruck [74] oder der Tintenstrahldruck.[70, 74] Jede dieser beiden Metho-
den hat Vor- und Nachteile. Der Siebdruck ist von der Methode und der Reinigung der Sieb-
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druckmaske her einfach, hat aber den Nachteil, dass eine Siebdruckmaske benötigt wird. Der 
Nachteil der Siebdruckmaske ist, dass bei jeder Veränderung des Drucklayouts eine neue 
Maske benötig wird. Die Siebdruck-Methode ist somit für die Entwicklung von Layouts nicht 
besonders geeignet. Die andere Druckmethode ist der Tintenstrahldruck. Es gibt zwei Sorten 
von Tintenstrahldruckern, piezoelektrische und thermale Drucker. Das Wirkungsprinzip von 
beiden Methoden ist in Abbildung 8 dargestellt.[3] Es beruht bei beiden darauf, dass Druck 
auf die Tinte im Inneren des Druckkopfes ausgeübt wird und so ein definiertes Volumen an 
Tinte aus dem Druckkopf abgegeben wird. Der Unterschied der beiden Methoden liegt in der 
Druckerzeugung. Beim Piezodruckkopf dehnen sich Piezoelemente aus und erzeugen so den 
Druck und beim Thermaldruckkopf wird ein Teil des Lösungsmittels der Tinte verdampft und 
die entstehende Gasblase erzeugt den nötigten Druck.[3, 72] Vorteil der Tintenstrahl-
Druckmethode ist, dass das Layout sehr einfach verändert werden kann. Nachteil ist, dass die 
Nanopartikelsuspensionen mit zusätzlichen Komponenten versehen werden müssen, um die 
Druckeigenschaften einzustellen.[76, 77] 
 
Abbildung 8 Arbeitsprinzip von A) piezoelektrischen und B) thermalen Tintenstrahl-
druckköpfen.[3] 
Eine weitere Methode zur Herstellung von Nanopartikelbeschichtungen ist das Aufsprühen 
von Suspensionen. Hierbei wird die Suspension in einen Gasstrom geleitet und es bildet sich 
ein Gemisch aus fein verteilten Suspensionströpfchen und Gas. Dieses Aerosol wird dann 
durch den Gasstrom auf das “feste“ Substrat aufgetragen.[71, 81-85] 
Die dritte Art der Herstellung von Metallnanostrukturen findet direkt auf dem “festen“ Sub-
strat statt. Beispiele für die eingesetzten Methoden sind z.B. die direkte chemische Synthese 
von Nanopartikeln auf Substraten,[86-92] die chemische Gasphasenabscheidung (englisch: 
chemical vapour deposition = CVD)[93, 94] oder lithographische Methoden.[47, 49, 95-97] 
Bei all diesen Methoden werden die SERS-aktiven Nanomaterialen direkt auf dem Substrat 
erzeugt. Der Vorteil der Lithographie ist, dass mit ihr sehr definierte Nanostrukturen herge-
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stellt werden können. Der Nachteil dieser Methode ist, dass sie entsprechende Labore mit der 
dazugehörigen Laborausstattung und dem Fachwissen des Personals erfordert. Eine weitere 
Methode um Oberflächen, wie z.B. auch Papiere, mit NP zu modifizieren, ist die CVD. Genau 
wie bei der Lithographie wird jedoch auch hier eine kostenintensive und anspruchsvolle La-
borausstattung benötigt. Die letzte Methode ist die direkte chemische Synthese. Sie ist günstig 
und in normal ausgestatteten Laboren gut handhabbar. Ihr Nachteil ist aber, dass die selektive 
Beschichtung nur eines bestimmten Teils eines Papiers nicht so einfach möglich ist, da das 
Papier immer in mindestens eine Reaktionslösung eingetaucht werden muss.[86-91]  
2.5.2 Quantifizierung mit SERS 
Die quantitative und reproduzierbare Messung von SERS-Signalen ist, wie im Vorfeld schon 
erwähnt, eines der schwierigsten Unterfangen, da die Bestimmung der Signalintensität 
(𝐼(𝑆𝐸𝑅𝑆)𝑆
𝑆𝑡) von einem Analyten bei der SERS-Messung von vielen Faktoren beeinflusst 
wird. Diese Faktoren sind direkt und indirekt aus der Gl. 24 abzulesen. Die zwei Faktoren, die 
direkt abzulesen sind, sind die Konzentration des Analyten (𝑁0) und die Lichtintensität des 
eingestrahlten Lichtes (𝐼𝐿). Die anderen beiden Faktoren, der spezifische Raman-
Streuquerschnitt der adsorbierten Moleküle (𝜎𝑎𝑑𝑠) und der EM-Verstärkungsfaktor (𝐸𝐹𝐸𝑀), 
zeigen nur indirekt, welche Parameter das Signal noch beeinflussen. Indirekte Faktoren, die 
die Signalintensität noch beeinflussen, sind z.B. das eingesetzte Nanomaterial (z.B. Form und 
Metall)[60], der pH-Wert bei der Messung,[60, 98-100] die Polarität der NP-Oberfläche [101] 
oder die Konzentration an Nanopartikeln in der Probe oder auf dem Substrat.[67, 71, 72] Ein 
weiterer Parameter ist der Messaufbau selbst, der die gemessene Signalintensität beeinflusst. 
Die vielen Parameter, die die Messung beeinflussen, machen es schwierig, Intensitäten bei 
SERS-Messungen von verschiedenen Systemen direkt zu vergleichen. Hingegen wurde schon 
gezeigt, dass bei einem gewählten Messaufbau, konstanten Messbedingungen und einer defi-
nierten Präparationsmethode der SERS-Proben SERS-Intensitäten verglichen werden können 
und so auch quantitative SERS-Messungen möglich sind.[64, 67, 70-75, 92] 
Die Korrelation der gemessenen SERS-Intensitäten und der dazugehörigen Konzentration des 
Analyten ist aber noch nicht vollständig geklärt, was auch daran zu sehen, dass je nachdem 
welche Veröffentlichungen betrachtet werden, unterschiedliche Korrelationsfunktionen ge-
nutzt werden. Zum einen wird ein linearer Zusammenhang zwischen der Signalintensität und 
der logarithmischen Konzentration des Analyten angenommen, meist bis eine Sättigung auf-
tritt.[66, 89, 92, 99] Dies ist äquivalent zur Korrelationen der Daten mit linearer x-Achse und 
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einer logarithmischen Fitfunktion.[86, 87] Andererseits wird der lineare Zusammenhang bei 
logarithmischer Konzentrationsachse nur für geringe Konzentration angenommen und bei 
höheren Konzentrationen von einer nicht näher definierten nicht-linearen Korrelation ausge-
gangen.[67, 71, 74, 78, 80] Andere fitten ihre Daten ebenfalls über den gesamten Messbereich 
mit linearen Funktionen, nachdem sie sowohl von Intensität als auch Konzentration den Loga-
rithmus gebildet haben[61] oder den reziproken Wert genommen haben.[73] Dabei entspricht 
die doppelt reziproke Auftragung der linearisierten Auftragung einer Langmuir-Isothermen. 
Die Langmuir-Isothere ist ebenfalls eine häufig verwendete Korrelationsfunktion [45, 64, 75, 
77, 102, 103], oder sie ist genähert bei geringen Konzentrationen mit einer linearen 
Funktion.[60, 76, 98] Um die Anpassung an die experimentellen Daten noch zu verbessern, 
werden erweiterte und weitere Modelle zur Langmuir-Isotherme genutzt, wie z.B. die Frum-
kin-Isotherme,[101, 103] die Hill-Gleichung,[104] eine Dual-Positions-Langmuir-Isotherme 
[105] oder die BET-Isotherme.[100]  
Die Erklärung, warum die eine oder andere Korrelationsfunktion verwendet wird, ist oft, dass 
sich die Daten mit dieser Korrelationsfunktion gut anpassen lassen. Es werden meist keine 
Aussagen dazu gemacht, warum es genau zu diesem Verhalten kommt oder wie dieses mit 
dem SERS-Effekt in Übereinstimmung steht. [64, 71, 76] In anderen Veröffentlichungen wird 
näher darauf eingegangen, dass es sich um einen Adsorptionsprozess des Analyten handelt, 
oder das Langmuir Modell wird beschrieben, welches für adsorbierte Moleküle gilt. Alterna-
tiv werden z.T. Analyten verwendet bei welchen bekannt ist, dass sie kovalente Bindungen zu 
den verwendeten Metallen ausbilden (z.B. Thiole an Gold oder Silber) und so eine definierte 
Adsorption stadtfindet.[45, 75, 98, 100, 105] 
Soll die Konzentration von Analyten in Matrizes bestimmt werden, tritt zudem meist das 
Problem der Überlagerung von Raman-Banden oder eine beträchtliche Untergrund-
Fluoreszenz auf. Um dennoch eine Quantifizierung durchführen zu können, gibt es verschie-
dene Varianten wie die multivariate Datenanalyse oder es wird eine vorherige Chromatogra-
phie durchgeführt, um eventuell vorhandene Störsubstanzen abzutrennen. Auf die Chromato-
graphie wird in Kapitel 2.5.3 näher eingegangen. Hier seien nur zwei Beispiele zur multiva-
riaten Datenanalyse vorgestellt, bei denen die Matrix Urin ist.[106, 107] In beiden Beispielen 
wird die Standardadditionsmethode in Verbindung mit der MCR-ALS-Methode (englisch: 
multivariate curve resolution-alternating least squares method) verwendet, um trotz Matrix 
eine Quantifizierung durchzuführen zu können.[106, 107] 
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Bei den bisher vorgestellten Quantifizierungen von Analyten ist der Analyt immer direkt in 
Interaktion mit dem Nanomaterial getreten und es wird über die Intensität des SERS-
Spektrums des Analyten die Konzentration bestimmt. Es gibt aber auch noch die Möglichkeit, 
die Konzentration eines Analyten indirekt über die Veränderung des Spektrums eines Re-
portermoleküls zu bestimmen. So ist es z.B. möglich, die Glukose-Konzentration einer Lö-
sung mit 4-Thiophenylboronsäure beschichteten Goldstäbchen zu messen.[108] Dabei wird 
die Intensitätsveränderung der B-OH Streckschwingung für die Bestimmung der Konzentrati-
on von Glukose benutzt, wobei sich ein linearer Zusammenhang zwischen Signalintensität 
und Konzentration zeigt.[108] Weitere Arten sind kooperative Reportermoleküle wie z.B. 
Thiol-modifizierte-Glukose (Binder) und 4-Pyridinthiol (Signalgeber) oder Wirtsmoleküle, in 
die sich die Analyten einlagern.[109, 110] 
Eine weitere indirekte Art der Konzentrationsbestimmung von Analyten bei SERS-
Messungen ist die Messung der Verschiebung von SERS-Banden eines Reportermoleküls als 
Funktion der Analytkonzentration.[111-118] Dazu wird zumeist ein Thiophenol mit einer 
funktionellen Gruppe in para-Position genutzt, welches auf Gold- oder Silber-NPn über die 
Thiolgruppe gebunden ist. Daran wird ein Antikörper, Enzym oder ein DNA-Strang kovalent 
über die freie funktionelle Gruppe des Thiophenolderivats gebunden.[111-113, 116-118] Wird 
zu einem dieser Systeme der entsprechende Analyt in verschiedenen Konzentrationen hinzu-
gegeben, kann bei ausgewählten SERS-Banden eine Verschiebung in der Position der Bande 
beobachtet werden.[111-113, 116-118] Dasselbe kann ebenso ohne ein zweites Molekül am 
Thiolderivat beobachtet werden, indem nur der Analyt zum SERS-Substrat mit beschichteten 
Thiolverbindungen hinzugegeben wird.[114, 115] In einer Veröffentlichung konnte sogar ge-
zeigt werden, dass es ausreicht, nur die Konzentration des Thiols zu verändern, um eine Ver-
schiebung einer SERS-Bande des Thiols zu beobachten.[115] Die Verschiebungen der hier 
aufgeführten SERS-Signale liegen zwischen 3 cm-1 bis zu 13 cm-1.[115, 118] Diese Verschie-
bungen werden auf mechanischen Stress, Veränderung des Charge-Transfer-Komplexe oder 
auf mehr Platzbedarf für die Thiole zurückgeführt.[111-118] 
2.5.3 µPADs mit SERS-Detektion 
Der Grundgedanke beim Einsatz von µPADs mit SERS-Detektion ist es, die chromatographi-
schen Eigenschaften von Papier und die Kontrolle der Flussrichtung des Lösungsmittels mit 
der SERS-Detektion zu kombinieren. 
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Die ersten Versuche zur Kopplung von Papierchromatographie und SERS-Messungen fanden 
auf Papieren ohne hydrophobe Barrieren statt.[119] Um die Flussrichtung des Lösungsmittels 
ohne hydrophobe Barrieren kontrollieren zu können, werden die Papiere zu speziellen Formen 
zugeschnitten, wie z.B. einem Stern [120], einer langgestreckten Raute [77] oder einem recht-
eckigen länglichen Streifen.[94] In den beiden ersten Fällen findet die SERS-Detektion an 
den Endspitzen des Papiers statt, weil sich dort der Analyt konzentriert.[77, 120] Bei anderen 
Experimenten wird das einfache Rechteckpapier als Form gewählt und eine 2D-
Chromatographie auf dem Papier durchgeführt oder ein 2D-Chromatogramm der Länge nach 
gemessen.[76, 93, 119] 
In der Literatur zu µPADs mit SERS-Detektion oder einfachen Punktmessungen wird Wachs 
als das bevorzugte Barrieren Material beschrieben [71, 87, 88, 121-125], da es einfach zu 
handhaben ist und eine günstige Produktion von hydrophoben Barrieren ermöglicht, trotz hö-
herer Anschaffungskosten für den Drucker und die Tinte.[71, 121]  
Bei den Messungen, die mit µPADs mit SERS-Detektion gemacht wurden, handelt es sich um 
die Bestimmung von Lösungen mit nur einem Analyten,[88, 121] um Suspensionen mit große 
Partikel  & Analyt,[80] oder um Analyt-Mischungen, die mit speziell modifizierten Nanopar-
tikel detektiert werden [124, 125] oder um vorher aufgearbeitete Analyt-Mischungen.[122] 
Die Beispiele der µPADs, die ohne modifizierte Nanopartikel arbeiten, haben als Funktions-
weise, dass die flüssige Probe mit dem Analyt auf den Startpunkt auf der einer Seite des 
µPAD aufgebracht wird und von dort zur Detektionszone auf der anderen Seite fliest. Dabei 
bleibt die Matrix, wenn vorhanden, am Startpunkt und nur der Analyt fliest zur Detektionszo-
ne.[80, 88, 121, 122] Anders ist es bei µPADs mit Nanopartikeln, die mit Erkennungseinhei-
ten modifiziert worden sind. Hier fließt nicht nur der Analyt über die Detektionszone, sondern 
auch andere Matrixbestandteile, wobei aber nur der Analyt an den funktionalisierten NPn der 
Detektionszone gebunden und so selektiv detektiert wird; die anderen Bestandteile die über 
die Detektionszone hinaus zum Papierende laufen, welches quasi als „Abfallaufnahmebe-
reich“ fungiert.[124, 125] 
2.6 Adsorptionsisothermen 
Adsorption ist die Anreicherung von Teilchen an einer Phasengrenzfläche, z.B. zwischen einer 
flüssigen Phase (Lösung) und einer festen Phase (Adsorbens), wie es für die aktuellen Be-
trachtung relevant ist.[126] Die mathematische Beschreibung des Zusammenhangs zwischen 
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der Konzentration der gelösten Teilchen (Adsorptiv) in Lösung und der Konzentration der 
adsorbierten Teilchen (Adsorbat) an einem Adsorbens im Gleichgewichtszustand, bei einer 
konstanten Temperatur, wird als Adsorptionsisotherme bezeichnet. In diesem Kapitel sollen 
sechs Isothermen vorgestellt werden, die Langmuir-, Henry-, Freundlich-, Frumkin-, BET- (= 
Brunauer, Emmett und Teller) und Hill-Isotherme. 
2.6.1 Langmuir- und Henry-Isotherme 
Die Langmuir-Isotherme ist nach ihrem Entdecker Irving Langmuir benannt. Das zugrunde 
liegende physikochemische Modell für die mathematische Darstellung der Langmuir-
Isotherme beruht auf den nachfolgenden Annahmen:  
I) An einer Phasengrenze weist das Adsorbens definierte Adsorptionsplätze auf, die alle 
äquivalent sind (Abbildung 9). 
II) Diese Adsorptionsplätze können jeweils nur ein Adsorbat beherbergen, was zu ma-
ximal einer Monolage bei einer kompletten Besetzung aller Oberflächenplätze führt. 
III) Die Adsorbate haben untereinander keinerlei Wechselwirkung, womit die Wahr-
scheinlichkeit, dass ein freier Adsorptionsplatz besetzt wird unabhängig davon ist, ob 
die Nachbarplätze besetzt sind.  
Wird für diesen Fall das dynamische Gleichgewicht von Adsorption und Desorption betrach-
tet Gl. 26 (Abbildung 9), können die Ratengleichungen für den Adsorptions- (
𝑑𝜃
𝑑𝑡
=
𝑘𝑎𝑑𝑠𝑐𝑆(1 − 𝜃)) und Desorptionsprozess (
𝑑𝜃
𝑑𝑡
= 𝑘𝑑𝑒𝑠𝜃) aufgestellt werden und im Gleichge-
wichtszustand gleichgesetzt werden (Gl. 27). Unter Einbeziehung der Gl. 28 kann die Gl. 27 
in Gl. 29 umgeformt werden, welche eine mögliche Schreibweise der Langmuir-Isotherme 
darstellt.[14, 127, 128] 
 
Abbildung 9 Schema der Adsorption von Adsorptiven an das Adsorbens.[128] 
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Gl. 26 
A + P AP
 
Gl. 27 𝑘𝑎𝑑𝑠𝑐𝑆(1 − 𝜃) = 𝑘𝑑𝑒𝑠𝜃 
Gl. 28 𝐾 =
𝑘𝑎𝑑𝑠
𝑘𝑑𝑒𝑠
 
Gl. 29 𝐾𝐿𝑐𝑆 =
𝜃
(1−𝜃)
 
𝜃 steht für den Bedeckungsgrad und ergibt sich aus der Anzahl von besetzten zu allen vorhan-
denen Plätzen (𝜃 =
𝐴𝑛𝑧𝑎ℎ𝑙 𝑏𝑒𝑠𝑒𝑧𝑡𝑒 𝑃𝑙ä𝑡𝑧𝑒
𝐴𝑛𝑧𝑎ℎ𝑙 𝑣𝑜𝑟ℎ𝑎𝑛𝑑𝑒𝑛𝑒 𝑃𝑙ä𝑡𝑧𝑒
). 𝑘𝑎𝑑𝑠 und 𝑘𝑑𝑒𝑠 sind die Geschwindigkeits-
konstanten für Adsorption und Desorption und 𝑐𝑆 ist die Anfangskonzentration des Adsorp-
tivs.  𝐾 (oder 𝐾𝐿) ist die Gleichgewichtskonstante (= Adsorptionskonstante) für das dynami-
sche Gleichgewicht zwischen Adsorption und Desorption im gegeben System.[14, 127, 128] 
Interessant für die quantitative Auswertung von Sensoren ist der Bedeckungsgrad des Sensors 
und das damit verbundene Signal des Sensors. Daher wird die Gl. 29 nach dem Bedeckungs-
grad aufgelöst (Gl. 30). Das sich ergebende Sensorsignal (𝑆) soll in diesem Fall direkt propor-
tional zum Bedeckungsgrad des Sensors sein (𝑆 = 𝑎𝜃) und da der maximale Bedeckungsgrad 
1 ist, ist 𝑎 gleich 𝑆𝑚𝑎𝑥 (Gl. 31). Wird das Sensorsignal (𝑆) gegen die lineare Konzentration 
(𝑐𝑆) aufgetragen ergibt sich ein asymptotischer Verlauf einer Sättigungskurve (Abbildung 10 
A). Wird die Konzentrationsachse in logarithmischer Form aufgetragen, ergibt sich ein sig-
moidaler Verlauf (Abbildung 10 B).[14, 127, 128] 
Gl. 30 𝜃 =
𝐾𝐿𝑐𝑆
1+𝐾𝐿𝑐𝑆
 
Gl. 31 𝑆 = 𝑆𝑚𝑎𝑥
𝐾𝐿𝑐𝑆
1+𝐾𝐿𝑐𝑆
 
Für eine klassische Auswertung wird die Gl. 31 in eine lineare Form gebracht (Gl. 32). Dafür 
wird der reziproke Wert des Sensorsignals gegen den reziproken Wert der Konzentration auf-
getragen (Abbildung 10 C). Dann ist der Achsenabschnitt der reziproke Wert des maximalen 
Signals und die Steigung der reziproke Wert aus dem Produkt dem maximalen Signals und der 
Adsorptionskonstanten.[14, 128] 
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Abbildung 10 Auftragung der Langmuir-Isotherme in verschiedenen Diagrammtypen: A) 
lineare Achsen, B) logarithmische Konzentrationsachse und C) doppelt re-
ziproke Auftragung.[14, 128]  
Gl. 32 
1
𝑆
=
1
𝑆𝑚𝑎𝑥𝐾𝐿
1
𝑐𝑆
+
1
𝑆𝑚𝑎𝑥
  
Wird nun die Isotherme bei sehr kleinen Konzentrationen (𝐾𝑐𝑆 ≪ 1) betrachtet, kann die 
Langmuir-Isotherme durch die Henry-Isotherme (Gl. 33) angenähert werden, welche einen 
linearen Zusammenhang zwischen Signal und Konzentration herstellt.[128] 
Gl. 33 𝑆 = 𝑆𝑚𝑎𝑥𝐾𝐻𝑒𝑐𝑆 
 
Aus den Adsorptionskonstanten 𝐾 der Isothermen lässt sich dann auch die Bindungsenergie 
(freie molare Standard-Gibbs-Energie) der Moleküle im gegebenen System nach Gl. 34 be-
rechnen.[128] 
Gl. 34 ∆𝐺0 = −𝑅𝑇 ln 𝐾 
2.6.2 Erweiterte und weitere Modelle zur Langmuir-Isotherme  
Angenommen es gibt unterschiedliche Adsorptionsplätze (Typenanzahl = 𝑛) aber ansonsten 
gelten die gleichen Annahmen wie beim Langmuir-Modell, so ergibt sich der Bedeckungsgrad 
aus der Summe der verschiedenen Adsorptionsplätze (Gl. 35). 𝛾𝑖 ist dabei der Molenbruch des 
jeweiligen Adsorptionsplatztypen mit der dazugehörigen Gleichgewichtskonstanten 𝐾𝑖. Wer-
den die Daten einer solchen Isothermen in gleicher Weise wie bei der linearisierten Langmuir-
Isotherme aufgetragen (
1
𝜃
 gegen 
1
𝐶𝑆
), so zeigen sich Unterbrechungen in der Anzahl der Ad-
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sorptionsplatztypen minus Eins in der Graden, wobei 𝑛 meist 2 oder 3 ist und sich die Gleich-
gewichtskonstanten (𝐾𝑖) um mehrere Größenordnungen unterscheiden.[128] 
Gl. 35 𝜃 = ∑ 𝛾𝑖
𝐾𝑖𝑐𝑆
1+𝐾𝑖𝑐𝑆
𝑛
𝑖  
Eine andere Veränderung ist, wenn sich mit zunehmendem Bedeckungsgrad die freiwerdende 
Adsorptionsenergie verringert. Demnach werden zuerst die Plätze besetzt, die die größte Ad-
sorptionsenergie freisetzten und dann die mit kleineren Adsorptionsenergien. Dieses Verhalten 
lässt sich durch eine Freundlich-Isotherme (Gl. 36) beschreiben, wenn die Energieabnahme 
einen logarithmischen Zusammenhang aufweist, wobei 𝛽 und 𝛾 zwei systemspezifische Kon-
stanten sind.[14, 128, 129] 
Gl. 36 𝜃 = 𝛽𝑐𝑆
1
𝛾
 
Wird hingegen bei der Adsorption angenommen, dass die Adsorbaten auch untereinander eine 
Wechselwirkung aufweisen, kann die Langmuir-Isotherme durch eine exponentielle Funktion 
erweitert werden, die dieser Interaktion Rechnung trägt (Gl. 37). Die so erhaltene Korrelati-
onsfunktion wird als Frumkin-Isotherme bezeichnet. Der Parameter 𝛼 zeigt dabei an, ob es 
sich um eine attraktive (𝛼= positive) oder abstoßende (𝛼= negative) Wechselwirkung han-
delt.[128] 
Gl. 37 𝐾𝐹𝑟𝑐𝑆 =
𝜃
(1−𝜃)
𝑒−2𝛼𝜃 
Ein weiterer Punkt, den die Langmuir-Isotherme ausblendet, ist, dass es auch mehrschichtige 
Adsorptionen geben kann. Um diesen Umstand in einer Isothermen zu beachten, haben S. 
Brunauer, P. Emmett und E. Teller die BET-Isotherme (Gl. 38) entwickelt. Sie geht von einer 
Mehrzahl von Adsorptionslagen aus und hat daher zwei Adsorptionskonstanten 𝐾𝐵1 und 𝐾𝐵2. 
𝐾𝐵1 ist die Adsorptionskonstante der ersten Adsorptionslage und 𝐾𝐵2 ist die Adsorptions-
konstante aller weiteren Adsorptionslagen.[14, 130] 
Gl. 38 𝜃 =
𝐾B1𝑐𝑠
(1−𝐾B2𝑐𝑠)(1−𝐾B2𝑐𝑠+𝐾B1𝑐𝑠)
 
Die letzte vorgestellte Isotherme ist die Hill-Isotherme oder das Hill-Modell (Gl. 39). Sie ist 
entwickelt worden, um die Adsorption von Adsorptiven an Proteinen zu beschreiben, denn 
hier bewirkt ein Adsorbat die Veränderung der Bindungsaffinität der anderen freien Plätze im 
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Protein. Allgemein kann gesagt werden, dass durch Adsorption eins Adsorptivs die Bindungs-
affinität weiterer freier Plätze verändert wird, ähnlich wie bei den Freundlich- oder Frumkin-
Isothermen.[129] 
Gl. 39 𝜃 =
𝑐𝑆
𝑛
𝐾𝐻𝑖+𝑐𝑆
𝑛 
2.7 Freisetzungssysteme 
Die hier als Freisetzungssysteme bezeichneten Materialen, sind mesoporöse Materialen, die 
Transportteilchen enthalten und über einen Verschlussmechanismus verfügen, welcher über 
einen externen Stimulus (SU) geschaltet werden kann (Abbildung 11 A). Die Idee bei den 
Freisetzungssystemen ist es, dass ein externer Stimulus zur Öffnung des Verschlusses der me-
soporösen Materialen führt und so eine Vielzahl an Transportteilchen freisetzt (Abbildung 11 
B).[131]  
 
 
Abbildung 11 A) und B) allgemeines Prinzip der Freisetzungssysteme und C) konkretes 
Freisetzungssystem auf Antikörperbasis.[131]  
Dabei können zwei Arten von Stimuli unterschieden werden, physikalische und chemische. 
Bei den physikalischen Stimuli kann es sich z.B. um Licht, Temperatur oder Magnetismus 
handeln. Diese Freisetzungssysteme sind in der Anwendung immer dann interessant, wenn in 
das betroffene System keine weiteren Chemikalien eingebacht werden sollen aber dennoch 
eine Kontrolle der Freisetzung der Transportteilchen ermöglicht sein soll.[131] 
Hingegen ist es bei chemischen Stimuli so, dass geringe Mengen an Stimuli-Chemikalien 
ausreichen um eine große Anzahl an Transportteilchen (TT) freizusetzten. Da es in dieser 
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Arbeit um Sensormaterialen geht, kann dieser Mechanismus zur Signalerzeugung und Signal-
verstärkung genutzt werden. Für die Signalerzeugung und Signalverstärkung werden vor al-
lem Farbstoffe oder Lumineszenz-Farbstoffe eingesetzt. Bei den Verschlussmechanismen und 
den chemischen Stimuli, die eingesetzt oder detektiert werden, gibt es eine große Vielfalt. So 
können z.B. Metallionen, kleine organische Moleküle (z.B. Glukose), Enzyme, Hydronium-
Ionen (pH-Wert), Oligonukleotide, kleine redox-aktive Moleküle oder kleine molekulare An-
tigene eine Stimulanz sein. Dementsprechend gibt es für jede dieser Arten von Stimulanzien 
auch entsprechende Verschlussmechanismen, die nur auf das jeweilige Stimulanz reagieren. 
Hierbei handelt es sich oft um eine Kombination aus einem Gatekeeper (GK) und einem 
Stopper (SP). Der Gatekeeper ist direkt kovalent auf der Oberfläche des mesoporösen Materi-
als gebunden und dient zur Verlinkung des Stoppers. Die beiden haben eine Affinität (kova-
lente oder nicht kovalente Bindungen) zueinander. Stopper und Gatekeeper müsse so gewählt 
werden, dass das Stimulanz-Teilchen zu einem der beiden funktionellen Einheiten eine we-
sentlich höhere Affinität besitzt, so dass die Bindung zwischen Stopper und Gatekeeper gelöst 
werden kann, wodurch die Poren der mesoporöse Materialen geöffnet werden und die Trans-
portteilchen freisetzen werden. Als Beispiele seien hier Kronenether (GK) mit Metallionen 
(SP), Boronsäure (GK) mit Cyclodextrinen (SP), Amine (GK) mit DNA (SP) oder Haptene 
(GK) mit Antikörpern (SP) genannt.[131] 
Hier soll es explizit nur um mesoporöse Silicatnanopartikel gehen, die als Verschlussmecha-
nismus Haptene (Gatekeeper) mit Antiköpern (Stopper) haben Abbildung 11 C. Das erste 
Sensormaterial dieser Art wurde 2009 vorgestellt für Sulfathiazol als Analyt (Stimulus = An-
tigen). Dabei wurden mesoporöse Silicatnanopartikel des Typs MCM-41 verwendet, welche 
mit Tris(2,2′-bipyridyl)dichlororuthenium(II) (Ru(bipy)3) als Lumineszenzfarbstoff (TT) be-
laden sind. Mit dieser Methode konnte Sulfathiazol über die Fluoreszenz von Ru(bipy)3 bis in 
den ppb-Konzentrationsbereich nachgewiesen werden.[131, 132]  
Weitere Beispiele für Antikörper-gegatterte mesoporöse Silicatnanopartikelmaterialen sind 
z.B. für den Inhibitor Finasterid oder den Sprengstoff Triacetontriperoxid beschrieben wor-
den. Auch hier kamen Partikel des Typs MCM-41 zum Einsatz, die mit Rhodamin B oder 
Sulforhodamin B als Fluoreszenzfarbstoff bestückt waren und so einen Nachweis der Analy-
ten bis in den ppb-Konzentrationsbereich zuließen.[133, 134] 
Interessant bei der Detektion von Proben ist es nicht nur, einen Analyten zu bestimmen, son-
dern auch mehrere Analyten nebeneinander. Dabei ist die Identifikation und Quantifizierung 
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von z.B. Sprengstoffen ein wichtiges Forschungsgebiet. So wurden kürzlich Freisetzungssys-
teme für die Detektion von 2,4,6-Trinitrotoluol (TNT) bzw. Tetryl entwickelt, die auf einem 
rein chemischen Verschluss von beladenen Poren beruhen, allerdings eine unzureichende Se-
lektivität aufweisen.[135, 136] Im Rahmen der Arbeiten des Fachbereichs an der BAM und in 
Kooperation mit einem Nachbarfachbereich wurde daher der Weg begangen, Antikörper-
beschrankte Systeme für den parallelen Nachweis mehrerer Explosivstoffe mittels Fluores-
zenzdetektion zu entwickeln. Mit dem entwickelten System ist es möglich, drei verschiedene 
Sprengstoffe auf einmal zu identifizieren und zu quantifizieren. Die drei Sprengstoffe sind 
TNT, Triacetontriperoxid und PETN (= Pentaerythrityltetranitrat).[137] Mehr als drei Sub-
stanzen nebeneinander mit Fluoreszenzfarbstoffen nachzuweisen, ist allerdings schwierig, da 
die Fluoreszenzbanden vergleichsweise breit sind und sich bei mehr Farbstoffen die Banden 
schnell überlagern. Mit dem beschriebenen System lassen sich die drei Sprengstoffe aber gut 
bis in den ppb-Konzentrationsbereich nachweisen. Um eine größere Zahl an Analyten neben-
einander nachzuweisen zu können, würden schmalere Signale benötigt, die dann z.B. eine 
Analyse über Mustererkennung zulassen. Letzteres ließe sich ideal über SERS-Spektren reali-
sieren. Ob eine Kombination der vorhandenen Freisetzungssysteme mit den verwendeten 
µPAD-SERS-System möglich ist, soll hier ebenfalls getestet werden. 
2.8 Formeln und Definitionen für die Auswertung 
Die Bestimmung der relativen Standardabweichung (englisch: relative standard deviation = 
RSD) wird über die Gleichungen Gl. 40 bis Gl. 42 berechnet. Dabei ist die Gl. 40 die Stan-
dardabweichung einer Stichprobe (𝑠) mit 𝑥𝑖 den jeweiligen Messwerten, ?̅? dem Mittelwert 
über alle Messungen und 𝑛 die Anzahl der Messungen. 
Gl. 40 𝑠 = √
∑ (𝑥𝑖−?̅?)
2𝑛
𝑖=1
𝑛−1
 
Gl. 41 ?̅? =
∑ 𝑥𝑖
𝑛
𝑖=1
𝑛
 
Gl. 42 𝑅𝑆𝐷 =
𝑠
?̅?
∙ 100% 
Die Nachweisgrenze wird nach Gl. 43 berechnet. Dabei ist s die Standardabweichung der 
Stichprobe und 𝑥𝐵𝑙𝑖𝑛𝑑̅̅ ̅̅ ̅̅ ̅̅  der Mittelwert über mehrere Blindwertmessungen oder der Mittelwert 
über alle Datenpunkte in einem definierten Bereich aus einer Blindwertmessung. Ist 𝑥𝐵𝑙𝑖𝑛𝑑̅̅ ̅̅ ̅̅ ̅̅  
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von den Daten im Vorfeld schon subtrahiert worden, reduziert sich die Gleichung für die 
Nachweisgrenze auf den ersten Summenterm (Gl. 44).  
Gl. 43 𝐿𝑂𝐷 = 3 𝑠 +  𝑥𝐵𝑙𝑖𝑛𝑑̅̅ ̅̅ ̅̅ ̅̅  
Gl. 44 𝐿𝑂𝐷 = 3 𝑠 
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3 Experimente 
3.1 Chemikalien und Papiere 
In Tabelle 2 sind alle in dieser Arbeit verwendeten Chemikalien aufgeführt mit Name, Kürzel 
(oder Summenformel), spezifizierter Reinheit nach Herstellerangabe und Bezugsquelle, von 
der die Chemikalien erhalten wurden. In allen Experimenten in denen von Wasser gesprochen 
wird, ist immer deionisiertes Wasser gemeint. Die Tabelle 3 listet die genutzten Papiersorten 
mit einigen Parametern der Papiere auf. 
Tabelle 2 Chemikalienliste mit Name (# = weitere Angaben siehe nach Tabelle 3), 
Kürzel (oder Summenformel), Reinheit und Bezugsquelle (01 – Sigma-
Aldrich Chemie Gmbh, 02 – Acros Organics, 03 - Carl Roth GmbH + Co. 
KG, 04 - Fisher Scientific GmbH, 05 - AppliChem GmbH, 06 - Th. Geyer 
GmbH & Co. KG., 07 - abcr GmbH,) 
Chemikalienname (Kürzel oder Summenformel) Reinheit Bezugsquelle 
1-Hexanthiol (1-HT)  95 % Sigma-Aldrich01 
1-Pentanthiol (1-PT) 98 % Sigma-Aldrich01 
4-Aminothiophenol (4-ATP) 96 % Acros Organics02 
4-Mercaptobenzoesäure (4-MBS) 99 % Sigma-Aldrich01 
4-Nitrothiophenol (4-NTP) 80 % Acros Organics02 
4-(tert-Butyl)thiophenol (4-TBTP) 97 % Sigma-Aldrich01 
Acetonitril (AC) 99,9 % Sigma-Aldrich01 
Adenin (AD) ≥ 98 % 
≥ 99 % 
Carl Roth03 
Sigma-Aldrich01 
Cyclohexanthiol (CHT) 97 % Sigma-Aldrich01 
Enoxacin (ENO) 100 %* Kollegen 
Enrofloxacin (ENR) 100 %* Kollegen 
Ethanol (ET) absolut Sigma-Aldrich01 
Freisetzungssystem S1-A1 (S1-A1)
# 
--- Kollegen 
Freisetzungssystem S1-A2 (S1-A2)
# 
--- Kollegen 
Glycerin (GL) 99 % AppliChem05 
Hydrogentetrachloroaurat(III) Trihydrat (H[AuCl4]) ≥ 99 % Sigma-Aldrich
01
 
L-(+)-Ascorbinsäure (AS) > 99,7 % Fisher04 
Natriumborhydrid (NaBH4) ≥ 96 % AppliChem
05
 
Natriumhydroxid (NaOH) Plätzchen AppliChem05 
Natriumchlorid (NaCl) ≥ 99 % Th. Geyer06 
Pentaerythrityltetranitrat (PETN) Lösung: 5 ppm Kollegen 
Phosphatgepufferte Salzlösung (PBS)  Lösung: 80 mM Kollegen 
Polyethylenimin (PEI) [mittlere Mw ~25000 bei LS / mittlere Mn 
~10000 bei GPC / verzweigt / ≤1% Wasser] 
--- Sigma-Aldrich01 
Deionisiertes Wasser [Millipore: Milli-Q® 2 Grad] 18,2 MΩ cm-1 Laboranlage 
Rhodamin 6G (R6G) 98 % Acros Organics02 
Salpetersäure (HNO3) 66 % AppliChem
05
 
Silbernitrat (AgNO3) 99,8 % AppliChem
05 
Sulforhodamin B (SRB) 75 % Sigma-Aldrich01 
Tesafilm transparent universal 57405 (Tesafilm) --- --- 
Trinatriumcitrat (Citrat) ≥ 98 % Sigma-Aldrich01 
Trinitrotoluol (TNT) Lösung: 5 ppm Kollegen 
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Tris(2,2′-bipyridyl)dichlororuthenium(II) Hexahydrat (Ru(bipy)3) 99 % abcr
07 
Schwarz LC121BK (Farbe Drucker Brother) --- Brother 
Gelb LC121Y (Farbe Drucker Brother) --- Brother 
Cyan LC121C (Farbe Drucker Brother) --- Brother 
Magenta LC121M (Farbe Drucker Brother) --- Brother 
Tabelle 3 Eingesetzte Papiere (= PP).  
Bezeichnung 
Typ 
Firma Material Dicke 
[mm] 
flächenbezogene 
Masse [g/m2] 
Fließrate  Anmerkungen 
1 Whatman Zellulose 0,18 87 mittel qualitativ  
390 Munktell Zellulose - - - 84 langsam  
8964 Ahlstrom Glasfaser 0,43 75 - - -  
Die Freisetzungssysteme S1-A1 und S1-A2 bestehen aus SMPS (englisch: silica mesoporous 
nanoparticles support = Silikat mesoporöse Nanopartikel Träger) des Typs MCM-4. Die 
SMPS sind mit Ru(bipy)3 (S1-A1) oder SRB (S1-A2) beladen und haben polyklonale Antikör-
per als Stopper und entsprechende Haptene für TNT und PETN als Gatekeeper. Weitere Mate-
rialinformationen zu diesen Freisetzungssystemen sind der Veröffentlichung “Multiplexing 
detection of the explosives Triacetontriperoxid, TNT and PETN with a quick, sensitve and 
selctibe dip-stick assay using anitbody-gated mesoporus materials“ [137] zu entnehmen (S1-
A1 = S1-A2 in der Veröffentlichung; S1-A2 = S1-A3 in der Veröffentlichung). 
3.2 Nanopartikel-Synthesen 
Die Synthese der Silbernanopartikel-1 (AgNP-1) beruht auf der Reduktion von Silbernitrat 
mit Natriumborhydrid.[52] In einem Gefäß wurden 330 mL eines Gemisches mit der Zusam-
mensetzung Silbernitrat (c = 1,1 × 10-4 M) und Trinatriumcitrat-Lösung (c = 2,05 × 10-3 M) 
vorgelegt und bei Raumtemperatur gerührt. Zu dieser Lösung wurden unter Rühren schnell 
9 mL Natriumborhydrid-Lösung (c = 5 × 10-3 M) hinzugegeben. Es bildete sich schnell eine 
gelbliche Suspension mit Silbernanopartikeln. 
Die Silbernanopartikel-2 (AgNP-2) wurden durch Reduktion von Silbernitrat mit Citrat syn-
thetisiert.[50] 300 mL Silbernitrat-Lösung (c = 1 × 10-3 M) wurden in einem Gefäß vorgelegt 
und unter Rühren zum Sieden gebracht. Zur siedenden Lösung wurden 6 mL Trinatriumcitrat-
Lösung (c = 3,9 × 10-2 M) hinzugegeben. Diese Reaktionsmischung wurde eine Stunde unter 
Sieden zur Reaktion gebracht und dabei auf 220 mL eingeengt. Die so entstandene 
grau/braune Silbernanopartikel-Suspension wurde anschließend auf Raumtemperatur abge-
kühlt und abgefüllt. 
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Die Silbernanopartikel-3 (AgNP-3) wurden nach Lee und Meisel hergestellt.[50] 600 mL 
Wasser wurden in einem 1 L Rundkolben vorgelegt und unter Rühren wurden 602 µL Silber-
nitrat-Lösung (c = 0,996 M) hinzugegeben. Anschließend wurde diese Lösung unter Rühren 
bis auf Rückfluss erhitzt und dann schnell 12 mL Trinatriumcitrat-Lösung (c = 3,9 × 10-2 M) 
hinzugegeben. Die gesamte Mischung wurde eine Stunde bei Rückfluss zur Reaktion gebracht 
und danach auf Raumtemperatur abgekühlt. Die grau/braune Suspension wurde in Glasfa-
schen abgefüllt und bei 6 °C im Kühlschrank aufbewahrt. 
Die vierte Silbernanopartikel Suspension (AgNP-4) wurde aus der AgNP-3-Suspension her-
gestellt. Die Methode ist angelehnt an eine Präparation für eine mit Silbernanopartikeln be-
schichtete Oberfläche.[101] 60 mL von AgNP-3 wurden bei 8970 g und 10 °C für 30 min 
zentrifugiert. Von der zentrifugierten Suspension wurden 99 % des Volumens (Überstand) 
abgenommen und verworfen. Die restlichen 1 % (600 µL = 100× konzentrierte Suspension) 
wurden zur Präparation der AgNP-4 verwendet. Dazu wurden 58 mL  (oder 58,2  mL) Wasser 
in einem 100 mL Rundkolben vorgelegt und bei Raumtemperatur gerührt. Anschließend wur-
den 600 µL der hundertfach konzentrierten AgNP-3 Suspension hinzugegeben und dann 
schnell 300 µL oder 600 µL Polyethylenimin (c ≈ 1 × 10-2 M). Der Rundkolben wurde mit 
Argon gespült und gut verschlossen und mit einem Argon-Ballon unter Überdruck gesetzt. 
Das Gefäß wurde zusätzlich mit Alufolie abgedunkelt und die Suspension wurde über Nacht 
bei Raumtemperatur gerührt. Am darauf folgenden Tag wurde die AgNP-4 abgefüllt und im 
Kühlschrank bei 6 °C aufbewahrt. Eine Probe wurde mit 45 mL der direkten AgNP-3 ohne 
Aufkonzentration und zusätzlichem Wasser und mit 5 mL PEI (c ≈ 1 × 10-2 M) hergestellt. 
Die Goldnanopartikel-1 (AuNP-1) sind nach Lee und Meisel hergestellt.[50] Dazu wurden 
300 mL Wasser vorgelegt und mit 9 mL Hydrogentetrachloroaurat(III) Lösung 
(c = 2,56 × 10-2 M) und 12 mL Trinatriumcitrat-Lösung (c = 3,9 × 10-2 M) unter Rühren ver-
setzt. Die gesamte Reaktionsmischung wurde unter Rühren zum Rückfluss gebracht und eine 
Stunde lang so gerührt. In dieser Zeit bildeten sich die Goldnanopartikel und die entstehende 
Suspension zeigte eine rote Farbe. Nach Ablauf der Reaktionszeit wurde die Suspension auf 
Raumtemperatur abgekühlt und abgefüllt.  
Die zweite Goldnanopartikelsuspension (AuNP-2) wurde für die Herstellung der 
Gold@Silber-Kern-Schale-Nanopartikel (Au@AgNP) synthetisiert.[59, 62] Dazu wurde ein 
100 mL Rundkolben mit  50 mL Wasser befüllt und im Anschluss 63 µL Hydrogentetrachlo-
roaurat(III) Lösung (c = 2 × 10-2 M) hinzugegeben. Nun wurde die Lösung bis auf Rückfluss 
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erhitzt und schnell 0,5/0,4/0,35 mL Trinatriumcitrat-Lösung (c = 3,9 × 10-2 M) hinzugegeben. 
Diese Mischung wurde eine Stunde unter Rückfluss zur Reaktion gebracht und dann auf 
Raumtemperatur abgekühlt und im Kühlschrank bei 6 °C gelagert.  
Mit den AuNP-2 als „Seed“-NP werden die Gold@Silber-Core-Shell-Nanopartikel 
(Au@AgNP) hergestellt.[62] In einem Rundkolben wurden 20 mL Wasser vorgelegt und mit 
1 mL AuNP-2, 1 mL Trinatriumcitrat-Lösung (c = 3,9 × 10-2 M) und 3 mL L-(+)-
Ascorbinsäure-Lösung (c = 2 × 10-2 M) versetzt. Das Ganze wurde unter Rühren auf 40 °C 
aufgeheizt und dann 750 µL Silbernitrat-Lösung (c = 1 × 10-2 M) mit einer Zutropfrate von 
0,08 mL/min zur Mischung hinzugegeben. Nach Beendigung des Zutropfens wurde die Mi-
schung noch 30 min bei 40 °C gerührt, bevor sie auf Raumtemperatur abgekühlt wurde. Die 
abgefüllte Nanopartikelsuspension wurde bei 6 °C im Kühlschrank aufbewahrt. 
3.3 Charakterisierungsmethoden 
Die Absorptions- und Extinktionsspektren wurden mit einem Zweistrahl V-650 UV-VIS 
Spectrophotometer der Firma JASCO gemessen. Die Lösungen und Suspensionen wurden im 
Transmissionsmodus in 1 cm Küvetten mit den jeweiligen Lösungsmitteln als Referenz ge-
messen. Die Papierproben wurden im Reflektionsmodus mit einer Ulbricht-Kugel und dem 
jeweiligen Papier oder einer Bariumsulfat-Probe als Referenz gemessen. 
Für die Aufnahme der Emissionsspektren wurde ein FluoroMax-4 Spektralfluorimeter der 
Firma Horiba genutzt. Dieses Gerät hat eine Xenonlichtbogenlampe als Lichtquelle und ver-
fügt über einen Anregungsmonochromator und Emissionsmonochromator, zum Einstellen der 
gewünschten Anregungswellenlänge und Detektionswellenläge. Als Detektor wird eine Pho-
tomultiplier-Röhre verwendet.[138] Die Messungen der Lösungen erfolgten in 1 cm × 1 cm 
Quarzküvetten.  
Für die Lichtmikroskopiemessungen wurde das LabRAM HR800 der Firma Horiba Jobin 
Yvon genutzt. Angaben zum LabRAM HR800 stehen im Abschnitt 3.7 Raman- und SERS-
Messsysteme, da es vorrangig ein Raman-Mikroskop ist. Für die Größenidentifikation von 
Testpunkten und µPADs wurden diese Strukturen mit Beschichtung (Nanopartikelsuspension 
oder R6G-Lösung) vermessen (Kapitel 3.5).  
Die Transmissionselektronenmikroskop-Aufnahmen wurden mit zwei TEMs erstellt, dem 
Tecnai G² 20 S-TWIN der Firma FEI und dem Philips CM200. In beiden Systemen kommt 
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eine LaB6-Kathode mit einer Beschleunigungsspannung von 200 kV zum Einsatz. Gemessen 
wird in beiden TEMs im Hellfeldmodus. Die aufgenommenen TEM-Bilder wurden mit dem 
Programm ImageJ analysiert (Rasband WS. ImageJ, U.S. National Institutes of Health, Be-
thesda, Maryland, USA, imagej.nih.gov/ij/, 1997–2012). 
Eine weitere Charakterisierungsmethode ist das Rasterelektronenmikroskop (englische: scan-
ning electron microscope = SEM). Das XL30ESM der Firma FEI  wird im Niedrigvakuum-
modus (33.3 Pa) betrieben und neben dem Sekundärelektronen-Detektor (englisch: secondary 
electrons) kommt ein energiedispersiver Röntgenspektroskopie-Detektor (englisch: energy 
dispersive X-ray spectroscopy = EDX oder EDAX) zum Einsatz. Die Proben wurden mit leit-
fähigem Kohlenstoffklebeband befestigt. 
Zur Bestimmung des Zeta-Potentials und des hydrodynamischen Radius von Nanopartikeln in 
Suspension wurde ein Zetasizer Zano ZS der Firma Malvern verwendet. Dabei handelt es sich 
um ein Messgerät für die dynamische Lichtstreuung (englisch: dynamic light scattering) von 
Partikeln in Lösung.  
3.4 Auftragung von Nanopartikeln auf Papier 
Für die Auftragung der Nanopartikel auf Papier zur Herstellung der SERS-Substrate werden 
drei verschiedene Verfahren benutzt: das Auftropfen, das Sprühen mit einer Airbrush und das 
Drucken mit Bürotintenstrahldruckern. 
Beim Auftropfen wurden Nanopartikelsuspensionen verschiedener Konzentration verwendet. 
Dazu wurden die synthetisierten Suspensionen AgNP-1 bei 17727 g für 30 min, AgNP-2/ 
AuNP-1 bei 9727 g für 10 min und AgNP-3/4/AuNP-2/Au@AgNP bei 8970 g und 10 °C für 
30 min zentrifugiert und ein definierter Teil der überstehenden Lösung wurde abpipettiert und 
verworfen. Diese konzentrierten Suspensionen wurden mit einer Eppendorf Pipette auf die 
Papiere, Testpunkten oder µPADs aufgetragen, wobei die Volumina und Tropfenanzahl vari-
iert wurden.  
Für die Sprüh-Methode wurde eine Airbrush verwendet und zumeist die unbehandelten syn-
thetisierten Nanopartikelsuspensionen genutzt. Der erste Aufbau zeigt den Airbrush-Aufbau 
mit den Bauelementen: Airbrush (Double Action Airbrush-Pistol AB 200 Kegel-Ø 0.2 mm) 
und einer manuellen und einer motorisierten Verschiebebühne (Abbildung 12 A). Betrieben 
wurde die Airbrush mit Stickstoff (99,999 %; Linde) und einem Druck von 200 kPa oder 
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250 kPa. Im zweiten Aufbau ist die manuelle Verschiebebühne gegen eine weitere motorisier-
te Verschiebebühne ausgetauscht, beide Positionierungssysteme werden über ein LabVIEW-
Programm gesteuert und ein größerer Nanopartikelsuspensionstank ist angebracht (Abbildung 
12 B). Die verwendeten Nanopartikelsuspensionen sind in der Auswertung aufgeführt. Die 
Sprühzyklen sind drei oder fünf pro Linie und es werden meistens 10 Linien in y-Richtung 
gesprüht. Die motorisierten Verschiebebühnen haben eine Geschwindigkeit von rund 
3×10-4 m s-1. Der Programmablauf des LabVIEW-Programms zur Steuerung der Verschiebe-
bühnen ist in Abschnitt 3.8 aufgeführt. 
 
Abbildung 12 A) Sprühaufbau mit Airbrush und einer manuellen Verschiebebühne und B) 
Sprühaufbau mit Airbrush und zwei Computer-gesteuerten Verschiebebüh-
nen.[139] 
Zum Drucken der Suspension wurden zwei handelsübliche Drucker eingesetzt: ein Brother 
MFC-J470DW (Abbildung 13 A) und ein Epson EcoTank ET-2500 (Abbildung 13 B). Bei 
beiden Modellen handelt es sich um Piezodrucker. Die von den Druckern erzeugten Tropfen 
haben eine minimale Volumengröße von 3.0 pL beim Epson-Drucker und 1,5 pL beim 
Brother-Drucker. Sie verfügen über Druckköpfe mit 180 Düsen für Schwarz und 59 Düsen 
pro Farbe beim Epson-Drucker und 210 Düsen für Schwarz und jede Farbe beim Brother-
Drucker. Die Drucker sind mit reinen und/oder mit Mischungen aus aufkonzentrierten Nano-
partikelsuspensionen und weiteren Komponenten versehen, weitere Angaben dazu sind in der 
Auswertung zu finden. Der Druck erfolgt in Zyklen, es wird mehrmals auf ein und dieselbe 
Stelle gedruckt. Dazu werden die Papiere mehrfach in den Drucker eingelegt und dasselbe 
Muster wird auf das Papier gedruckt.  
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Abbildung 13 A) Brother MFC-J470DW Drucker und B) EcoTank ET-2500 Drucker. 
3.5 Herstellung von Testpunkten und µPADs 
Die Teststreifen mit hydrophoben Barrieren wurden mit Hilfe eines kommerziellen Wachs-
druckers (Xerox ColorQube 8580 AND) hergestellt. Dazu wurden die hydrophoben Barrieren 
am Computer gezeichnet. Als Zeichenprogramm wurde Inkscape verwendet. Das Programm 
wurde auf Millimeter eingestellt, es wurde schwarz als Farbe gewählt und das Bild wurde als 
PNG mit einer Auflösung von 600 dpi exportiert (Abbildung 14 A). Die verschiedenen Lay-
outs werden bei der jeweiligen Auswertung aufgeführt. Die eingesetzten Papiere wurden auf 
die entsprechenden Größen der gezeichneten Bilder plus Rand zurechtgeschnitten und in die 
Fronteinlage eingelegt und einmal bedruckt (Abbildung 14 B). Die so erhaltenen Wachs-
beschichteten Papiere wurden dann in einen Trockenschrak (Modell ED 53 der Firma Binder) 
gelegt und erwärmt (Abbildung 14 C). Für Vorversuche wurden Testpunkte (Durchmesser 
2 mm bis 4 mm) und Kanäle (Breiten 1 mm bis 3 mm) verschiedener Größen bei unterschied-
lichen Erwärmungszeiten und –temperaturen präpariert. Als Standardwerte für alle anderen 
Testsysteme auf Papier wurden 3 min bei 110 °C verwendet. Nach dem Abkühlen der Papiere 
wurde die Rückseite mit einem Tesafilm beklebt (Abbildung 14 C). Die Papiere wurden an-
schließend in handliche Teststeifen geschnitten, die verschiedene Anzahlen an Testpunkten 
und µPADs aufweisen und in Glasflaschen unter normalen Raumbedingungen aufbewahrt. 
Die Beschichtung mit Nanopartikeln erfolgte erst kurz vor den SERS-Messungen. Dazu wur-
den die Nanopartikelsuspension mit einer Eppendorf-Pipette (Eppendorf Research® plus 0.5 
– 10 µL oder 0.1 – 2.5 µL) in den nicht-hydrophoben Bereichen der Testsysteme aufgetragen 
(Abbildung 14 D).  
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Abbildung 14 A) Zeichnen der hydrophoben Barrieren mit Inkscape, B) Drucken der Lay-
outs mit dem Wachsdrucker, C) Aufheizen der Wachs-beschichteten Papiere 
im Trockenschrank und anschließendes Bekleben der Rückseite mit Tesa-
film und D) Beschichten der Strukturen mit Nanopartikelsuspension.[68] 
3.6 Raman- und SERS-Proben 
Die Pulver der Analyten und die SERS-Suspensionen mit Analyt wurden auf Objektträgern 
am Raman-Mikroskop gemessen. Die SERS-Suspensionen wurden zusammengesetzt aus 
89 %V (= Volumenprozent) synthetisierter Nanopartikelsuspension, 1 %V Natriumchlorid-
Lösung (c = 1 M) und 10 %V Analytlösung (c = 1 × 10-5 M) oder 98 %V Nanopartikelsuspen-
sion und je 1 %V Natriumchlorid-Lösung (c = 1 M) und Analyt-Lösung (c = 1 × 10-4 M). 
Die SERS-Papierproben ohne hydrophobe Barrieren wurden mit Nanopartikeln beschichtet 
und getrocknet. Anschließend wurden sie standardmäßig mit 5 µL Analytlösung verschiedener 
Konzentration betropft und unter Raumbedingungen getrocknet.  
Die SERS-Papierproben mit Testpunkten wurden standardmäßig mit 0,5 µL AgNP-3 (50× 
konzentriert) betropft und ohne Trocknen wurde direkt 0,5 µL Probelösung aufgetropft. Dann 
wurden die Proben 15 min unter Raumbedingungen getrocknet und dann gemessen.  
Die µPADs wurden in drei Standardvarianten präpariert. Die erste Variante sind unbeschichte-
te µPADs, bei ihnen wird 0,5 µL Analytlösung auf die Zone II getropft und 30 min unter 
Raumbedingungen getrocknet. Die Trocknung unter Raumbedingung wird für alle hier be-
schrieben Schritte der µPAD-Präparationen genutzt. Die Chromatographie im nächsten Schritt 
wird mit 5 µL Wasser, aufgetropft auf Zone I, durchgeführt und dann 60 min getrocknet. Im 
letzten Schritt wird die gesamte innere nicht-hydrophobe Fläche des µPADs mit AgNP-3 
(50× konzentriert, 6× 0,5µL = Zone I, II, III und alle drei Kanäle & 1× 1,5 µL = Zone IV) 
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von Zone I bis Zone IV betropft. Die zweite Variante sind die Ein-Zonen-beschichteten 
µPADs. Hier werden ebenfalls 0,5 µL Probenlösung auf Zone II aber auch 0,5 µL AgNP-3SW 
(50× konzentriert) auf Zone III aufgetropft und 30 min getrocknet. Für die Chromatographie 
werden wieder 5 µL Wasser auf Zone I aufgetropft und 60 min getrocknet. Hier werden im 
letzten Schritt fünfmal 0,5µL AgNP-3 (50× konzentriert) auf die Zone I, II und alle drei Ka-
näle verteilt und einmal 1,5 µL auf Zone IV gegeben und alles 60 min getrocknet. Die dritte 
Variante sind voll beschichtete µPADs. Bei ihnen wird zuerst das µPAD mit AgNP-3 (50× 
konzentriert, 6× 0,5µL = Zone I, II, III und alle drei Kanäle & 1× 1,5 µL = Zone IV, tropfen) 
vollbeschichtet und 60 min getrocknet. Dann wird in Zone II 0,5 µL Probenlösung aufgetra-
gen und 30 min getrocknet. Im letzten Schritt werden 5 µL Wasser für die Chromatographie 
auf Zone I aufgegeben und 60 min getrocknet. Jeweils nach dem Trocknen des letzten Schritts 
wurden die SERS-Messungen der µPADs in einem Linien-Scan in 1 mm Schritten durchge-
führt (22 Messpunkte).  
Die Abweichungen von den Standardpräparationen werden immer bei den jeweiligen Mes-
sungen vermerkt. 
3.7 Raman- und SERS-Messsysteme 
Für die Raman- und SERS-Messungen wurden drei verschiedene Systeme eingesetzt. Das 
erste Messsystem ist ein Raman-Mikroskop der Firma Horiba Jobin Yvon. Das LabRAM 
HR800 verfügt über drei verschiedene Anregungswellenlägen 532 nm (Frequenzverdoppelter 
Nd:YAG-Laser Dioden gepumpter Feststofflaser, 34 mW), 632,8 nm (Helium-Neon-Laser, 
~ 9 mW) und 785 nm (Aluminiumgalliumarsenid-Laserdiode, ~ 33 mW) und verschiedene 
Objektive. Die genutzten Objektive sind 50× (NA = 0,75; LP = 2 µm), 50× (NA = 0,55; LP = 
1,2 µm), 10× Objektiv (NA = 0,25; LP = 10 µm) und 60× Immersionsobjektiv (NA = 1,20; 
LP = 1,5 µm). Die Laser-Leistung auf der Probe wurde über den genutzten Laser und die ein-
gestellte Abschwächung des Lasers eingestellt. Über die Software wurde neben der Laserab-
schwächung das Gitter, die Detektionszeit und die Anzahl der gemittelten Spektren einge-
stellt. Als Gitter stehen ein 300 Linien je mm und ein 1800 Linien je mm zur Verfügung und 
als Detektor wird ein mit flüssigem Stickstoff gekühlter CCD-Detektor verwendet. Die Werte 
für die Laserwellenlänge (= LWL), Objektiv (= OB), Gitter (= GT), Detektionszeit (DZ) und 
Spektren-Mittelung (= SPM) sind bei den jeweiligen Messungen angegeben. Des Weiteren 
verfügt das Mikroskop über eine x/y/z-Verhschiebebühne mit deren Hilfe Mappings von 
Oberflächen aufgenommen werden können und über eine Digitalkamera können Fotoaufnah-
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men von den Proben erstellt werden. Zur Veranschaulichung des Mikroskopsystems ist in Ab-
bildung 15 ein vereinfachtes Aufbauschema des LabRAM HR800 mit den wichtigsten Be-
standteilen dargestellt. 
 
Abbildung 15 A) Innere Draufsicht auf das LabRAM HR800 und B) Innere Frontsicht des 
Gerätes.[140] 
Als zweites Messgerät wurde ein Raman-System verwendet, das sowohl im Prozess- als auch 
im Forschungsbereich eingesetzt werden kann. Dabei handelt es sich um das RamanRxn1 der 
Firma Kaiser Optical Systems. Es ist mit einem 785 nm Laser ausgestattet, der einen Leis-
tungsbereich von 50 mW bis 400 mW hat. Als Gitter kommt das HSG-785-LF und als Detek-
tor eine Peltier-Luftgekühlte CCD Kamera zum Einsatz und als Messkopf wird der PhAT-
Messkopf verwendet. Dieser Messkopf verfügt über einen Laser-/Detektionspunkt auf der 
Probe von 6 mm. In Abbildung 16 ist ein vereinfachter schematischer Aufbau des Gerätes mit 
den wichtigsten Bestandteilen dargestellt. Die Angaben zur Laserleistung (= LL), Detektions-
zeit und Spektren Summation (= SPS) sind bei den jeweiligen Messungen zu finden. 
 
 
Abbildung 16 Vereinfachtes Schema vom RamanRxn1 mit den wichtigsten Bauelemen-
ten.[141] 
Als drittes Messgerät wurde ein Labormessaufbau (= LMA) aufgebaut. Dieser Aufbau besteht 
im Wesentlichen aus einem 632,8 nm Helium-Neon-Laser, einem Laserstrahlteiler, verschie-
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denen Linsen & Filtern, einem Spektrometer mit angeschlossener CCD-Kamera und einer 
manuellen Verschiebebühne. Die genauen Bezeichnungen der Bauteile sind in der Abbildung 
17 vermerkt. Bei diesem Messaufbau wurde eine konstante Leistung von 26 mW auf der Pro-
be bei einer Laserpunktgröße von ca. 1,3 mm im Durchmesser genutzt. Alle Messungen an 
diesem Aufbau sind Einzelspektrenmessungen, die sich nur im genutzten Gitter, der Detekti-
onszeit und/oder der horizontalen Detektionsposition auf der Probe unterscheiden. Als Stan-
dard wurde eine Detektionszeit von 60 s, Spaltbreite von 150 µm und das 1800 L mm-1 GT 
verwendet. 
 
Abbildung 17 Schematische Darstellung des Labormessaufbaus (= LMA) mit einem Heli-
um-Neon-Laser (Modell: 05-LHP-928, Melles Griot; Wellenlänge = 
632,8 nm), F1 (Laser Cleanup Filter, LL01-633-25, Semrock), A (Blende), 
Sh (Shutter), B (flacher Laser Strahlteiler, LPD02-633RU-25, Semrock), L1 
(plankonvexe Linse, f = 50 mm), L2 (plankonkave Linse, f = -40 mm), M 
(runder Aluminium-geschützter Spiegel, PF10-03-G01, Thorlabs), F2 
(Notchfilter, NF03-633E-25, Semrock), L3 (plankonvexe Linse, f = 
100 mm) und Spektrometer (A-SR-303i-A, Shamrock 303i, Andor, Gitter: 
A-SR3-GRT-0300-0500/ A-SR-GRT-1800-FH/ A-SR3-GRT-2400-GH , 
CCD: DU420A-BV Peltier-Luft gekühlt, Andor). Der Laserpunkt auf der 
Probe beträgt ca. 1,3 mm im Durchmesser und die Laserleistung ist 
26 mW.[142] 
3.8 LabVIEW-Programme 
In diesem Abschnitt werden die zwei genutzten LabVIEW-Programme vorgestellt. Das erste 
ist das Kontrollsystem für die Verschiebebühnen zur Steuerung der Verschiebebühnen wäh-
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rend des Sprühprozesses. Das Frontpanel für die Einstellungen und der vereinfachte Pro-
grammablauf sind in Abbildung 18 dargestellt. Über die Kontrollelemente von Thorlabs kön-
nen aber auch weitere Einstellungen an den Verschiebebühnen vorgenommen werden. Das 
Programm besteht aus einem Blockdiagram Abbildung 85 im Anhang 6.2.  
 
Abbildung 18 A) vereinfachter Programmablaufplan und B) Frontpanel des Verschiebe-
bühnen-Steuerungsprogramms (LabVIEW 2013/ LabVIEW 2014). 
Das zweite Programm dient der Analyse von gemessenen Daten. Hier soll nur der vereinfach-
te Programmablaufplan für eine Fit-Berechnung mit diesem Tool (Name: LabVIEW-
Analyseprogramm; Dateiname: SERS_0.2.exe) und das Frontpanel des Programms dargestellt 
werden (Abbildung 19). Das Tool verfügt noch über weitere Funktionen und kann auch nur 
für Teilanalysen verwendet werden. Im Programm selbst kann eine Wellenzahlkalibrierung 
eingegeben werden oder die Daten der Spektren können verwendet werden. Die Bestimmung 
für eine neue Wellenzahlkalibrierung wird mit einem externen Programm (Origin) durchge-
führt. Ein Teil der Blockdiagramme dieses Programms sind im Anhang 6.2 aufgeführt. 
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Abbildung 19 A) Vereinfachter Programmablaufplan und B) Frontpanel des LabVIEW-
Analyseprogramms (LabVIEW 2014). 
Es ist noch ein drittes Programm verwendet worden, welches von Dr. Thomas Schmid erstellt 
und zu Verfügung gestellt wurde. Dieses Programm ist für die Auswertungen von Raman-
Mappings am LabRAM Raman-Mikroskop genutzt worden. Das Programm hat den Namen 
Ramapper_1_5 (LabVIEW 2012). 
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4 Ergebnisse und Diskussion 
4.1 Auftragung und Detektion 
Der erste Schritt zu papierbasierten Analysesystemen mit SERS-Detektion ist die Präparation 
von Papier-SERS-Substraten und deren Messung. Zu diesem Zweck wurden verschiedene 
Präparationsmethoden und Detektionssysteme getestet. Bei allen untersuchten Präparations-
methoden wurden Papieroberflächen mit Nanopartikelsuspensionen beschichtet. 
4.1.1 Nanopartikelsuspensionen für Auftropfen ohne hydrophobe Barrieren und Sprühen 
In diesem Kapitel werden die drei Nanopartikelsuspensionen AgNP-1, AgNP-2 und AuNP-1 
verwendet, zu denen zunächst Kenngrößen zusammengestellt wurden. Bei allen drei Nanopar-
tikelsuspensionen handelt es sich um Metallnanopartikelsuspensionen, die durch Reduktion 
von Gold- oder Silber-Präkursern in wässriger Lösung hergestellt wurden. Die Nanopartikel 
in allen drei Suspensionen sind mit Citrat stabilisiert und wurden unter normalen Raumbedin-
gungen hergestellt, gelagert und verwendet. In Abbildung 20 ist ein Foto jeweils eines Bat-
ches der drei Suspensionen zu sehen und je ein Extinktionsspektrum eines jeden Nanoparti-
keltyps. Die Extinktionsspektren sind zur besseren Vergleichbarkeit auf ihr Maximum im be-
trachteten Wellenlängenbereich normiert. Die beiden Silbernanopartikelsuspensionen haben 
ihre Maxima bei 399 nm und 410 nm und die Goldsuspension hat ihr Maximum bei 526 nm 
(Abbildung 20). Die jeweiligen Extinktionsbanden der Maxima sind die plasmonischen Reso-
nanzen der Nanopartikel in Suspension. 
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Abbildung 20 Extinktionsspektren der drei Nanopartikelsuspensionen und ein Foto dieser 
Suspensionen: AgNP-1 (= AgNP-I; rote durchgezogen Linie; max = 
399 nm), AgNP-2 (= AgNP-II; blaue gepunktete Linie; max = 410 nm) und 
AuNP-1 (= AuNP; grüne gestrichelte Linie; max = 526 nm).[139] 
Zur Bestimmung der mittleren Größe der Nanopartikel und deren Größenverteilung in Sus-
pension wurden TEM-Bilder der getrockneten Suspension ausgewertet. In erster Näherung 
wurden die Nanopartikel in diesen Suspensionen als sphärische Partikel angenommen. Der 
sphärische Durchmesser dieser Partikel wurde über die Flächen der Nanopartikel in den 
TEM-Bildern berechnet. Dazu wurde die Fläche der Nanopartikel in den TEM-Bildern mit 
ImageJ bestimmt und aus diesen wurde über die Flächenformel des Kreises der Durchmesser 
errechnet. Aus den bestimmten Durchmessern wurde der arithmetische Mittelwert über alle 
detektierten Nanopartikel berechnet. Damit ergaben sich für die Nanopartikel der Suspensio-
nen AgNP-1, AgNP-2 und AuNP-1 die Durchmesser von 9 nm, 47 nm und 26 nm. In den His-
togrammen in Abbildung 21 sind die zu diesen Durchmessern gehörenden Größenverteilun-
gen der Suspensionen zu sehen. Wie leicht zu erkennen ist, zeigen die Histogramme der 
AgNP-1 und AuNP-1 Suspensionen schmale Verteilungen im Vergleich zu der Suspension 
AgNP-2. 
Aus den so erhaltenen mittleren Größendaten und den eingesetzten Metallmengen und Volu-
mina für die Synthese der Suspensionen lässt sich eine genäherte Nanopartikelkonzentration 
der einzelnen Suspensionen berechnen. Dabei wird davon ausgegangen, dass die Suspensio-
nen nur aus sphärischen Nanopartikeln mit den bestimmten mittleren Durchmessern bestehen. 
Damit ergeben sich nach Gl. 45 und Gl. 46 für die Konzentrationen der Suspensionen die ab-
gerundeten Werte von c = 1015 NP L-1 für AgNP-1, c = 1014 NP L-1 für AgNP-2 und c = 
5×1014 NP L-1 für AuNP-1 (Tabelle 4). 
Gl. 45 𝑛𝑒𝑖𝑛 𝑁𝑃 [
𝑚𝑜𝑙
𝑁𝑃
] =
𝑑𝑁𝑃
3  𝜋 𝜌𝑀𝑒𝑡𝑎𝑙𝑙
6 𝑀𝑀𝑒𝑡𝑎𝑙𝑙
 
Gl. 46 𝑐𝑁𝑃−𝑆𝑢𝑠𝑝 [
𝑁𝑃
𝐿
] =
𝑐𝑀𝑒𝑡𝑎𝑙𝑙 𝑉𝑀𝑒𝑡𝑎𝑙𝑙
𝑛𝑒𝑖𝑛 𝑁𝑃 𝑉𝑔𝑒𝑠
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Abbildung 21 Histogramme der Nanopartikelsuspensionen AgNP-1 (A), AgNP-2 (B) und 
AuNP-1 (C) mit jeweils einem Beispiel-TEM-Bild der getrockneten Sus-
pensionen und der Angabe des Größenbereiches, in dem sich 90 % aller Na-
nopartikelgrößen befinden.[139] 
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Tabelle 4 Ausgangswerte und Ergebnisse für die Berechnung der Konzentrationen der 
Nanopartikelsuspensionen AgNP-1, AgNP-2 und AuNP-1. 
  AgNP-1 AgNP-2 AuNP-1 
NP Durchmesser (d) [nm] 9 47 26 
Dichte Metall (ρ) [g cm-³] 10,5 10,5 19,3 
Molare Masse (M) [g mol-1] 107,87 107,87 196,97 
cNP-Präkursor [M] 1,1 10
-4
 1 10-3 2,56 10-2 
VNP-Präkursor [mL] 330 300 9 
Vgesamt [mL] 339 220 321 
nein NP [mol NP
-1] 3,7 10-20 5,3 10-18 9,0 10-19 
cNP-Susp [NP L
-1] 2,9 1015 2,6 1014 8,0 1014 
gerundet cNP-Susp [NP L
-1] 1 1015 1 1014 5 1014 
In einer Voruntersuchung wurden von diesen Suspensionen die Signalintensitäten eines Ana-
lyten verglichen. Dafür wurde Rhodamin 6G als Analyt verwendet und den drei Suspensionen 
zugesetzt und gemessen (Abbildung 22 A). Die Spektren wurden am Raman-Mikroskop 
(LabRAM HR800) aufgenommen. Dabei zeigt sich, dass die Goldnanopartikel das schwächs-
te Signal liefern. Die beiden Silbersuspensionen zeigen hingegen wesentlich stärkere Intensi-
täten. Die Unterschiede in Abbildung 22 A bei den Intensitäten zwischen Gold- und Silberna-
nopartikeln sind dabei auf die Metalle zurückzuführen.[143] Damit sind für Rhodamin 6G 
Silbernanopartikel besser geeignet als Goldnanopartikel, um ein intensives Signal zu bekom-
men. Zusätzlich zeigt sich, dass die SERS-Messungen in Suspension starken Schwankungen 
in der Signalintensität unterliegen, beispielsweise gezeigt in Abbildung 22 B, wo drei Mes-
sungen ein und derselben Probe (AgNP-1) dargestellt sind. Die Unterschiede in den Signalin-
tensitäten in der Probe kommen wahrscheinlich in erster Linie von der Diffusion der Agglo-
merate und Nanopartikel in der Suspension. 
Die beobachteten Signalschwankungen in einer Probe bei Lösungsmessungen machen SERS-
Intensitätsanalysen unter diesen Bedingungen extrem schwierig. Daher soll in den nächsten 
Schritten auf festen Substraten ohne Diffusion gemessen werden, bei welchen die beschriebe-
nen Suspensionen aufgetragen werden. 
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Abbildung 22 SERS Spektren von Rhodamin 6G (c = 10-6 M) gemessen in Nanopartikel-
suspension am LabRAM HR800. Die Suspensionen wurden mit Natrium-
chlorid voraggregiert und dann mit Rhodamin 6G Lösung versetzt, um auf 
die angegebene Konzentration zu kommen. A) zeigt je ein Spektrum von 
AgNP-1 (rote Linie), AgNP-2 (blaue Linie) und AuNP-1 (grün Linie) mit 
R6G und denselben Messbedingungen (LWL = 633 nm; OB = 60× Immer-
sion; DZ = 1 s; SPM = 1; GT = 300 L mm-1; LAS = 90%). B) zeigt drei 
Messungen von AgNP-1 derselben Probe und unter den gleichen Messbe-
dingungen wie in A. Das intensivste Spektrum in B zeigt sogar eine Detek-
torsättigung bei den gegeben Bedingungen.[139] 
4.1.2 SERS-Papierproben mit Auftropfen ohne hydrophobe Barrieren und Sprühen 
Mit den drei dargestellten Nanopartikelsuspensionen wurden Beschichtungstests von Papier 
durchgeführt. Die hierfür verwendeten Methoden sind das Auftropfen, das Sprühen mit einer 
Airbrush und das Drucken der Suspensionen auf Papier. Hier sollen zuerst das Auftropfen und 
Sprühen auf Papieren ohne hydrophobe Barrieren verglichen werden. Die einfachste aller drei 
Methoden ist das Auftropfen. Dabei werden die Nanopartikelsuspensionen mit einer Pipette 
direkt auf das Papier getropft. Das Problem, das sich dabei ergibt, ist, dass es schwierig ist, 
die Verteilung der Nanopartikelsuspension auf dem Papier zu kontrollieren, da sich die Sus-
pension unkontrolliert auf dem Papier verteilt (Abbildung 23). Dies lässt nur eine sehr einge-
schränkte Möglichkeit der Kontrolle der Nanopartikelmenge pro Fläche zu. Des Weiteren 
zeigt sich der sogenannte Kaffeering-Effekt in unterschiedlicher Ausprägung bei den Proben 
(Abbildung 23). Der Kaffeering-Effekt entsteht beim Trocknen von Lösungen oder Suspensi-
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onen auf Oberflächen. Als Ergebnis dieses Effektes wird bei getrockneten Flecken ein Kon-
zentrationsgradient der gelösten oder dispergierten Teilchen vom Zentrum in Richtung Rand 
des Fleckes beobachtet. Die Konzentration nimmt von innen nach außen zu.[66, 144] Das ist 
besonders gut auf den Fotos Abbildung 23 A und B zu erkennen. Ein weiteres Problem, wel-
ches bei allen Auftragungsmethoden auftreten kann, ist, dass sich die Zellulosepapiere beim 
Trocken verformen (wellen) können. Dieses Problem wird bei dem hier benutzten Glasfaser-
papier nicht beobachtet. 
 
Abbildung 23 SERS-Papiersubstrate hergestellt mit der Auftropf-Methode auf Papieren 
der Größe 1x1 cm. A) PP = 390; AgNP-1 15x kon.; 3x 30 µL, B) PP = 8964; 
AgNP-1 15x kon.; 3x 34 µL oder 30 µL, C) PP = 8964; AgNP-2 15x kon.; 
3x 34 µL, D) PP = 8964; AuNP-1 15x kon.; 3x 34 µL oder 30 µL. Für eine 
Probe mit 3x 34 µL und 15x kon. NP-Suspension ergibt sich ein unkon-
zentriertes NP-Suspensionsvolumen pro Fläche von ca. 1,5 mL cm-2. 
Um eine bessere Kontrolle über die Verteilung der Suspension auf dem Papier zu bekommen, 
wurde im nächsten Schritt eine Sprühmethode getestet. Der erste Aufbau ist in Abbildung 12 
A gezeigt. Mit ihm ist es möglich, Linien von Nanopartikeln auf einem Papier zu deponieren. 
Über die Anzahl, wie oft eine Linie gezogen wird, kann die Menge an Nanopartikeln auf dem 
Papier variiert werden. Zudem wird die Nanopartikelmenge über die Sprührate gesteuert, wel-
che über die Öffnung der Airbrush und den angeschlossenen Druck verändert werden kann. In 
diesem Aufbau wird der Verschub in y-Richtung über eine manuelle Verschiebebühne ausge-
führt und in x-Richtung mit einer motorisierten Verschiebebühne. Mit diesem Aufbau wurden 
ein Teil der Papier-SERS-Proben hergestellt. Für eine weitere automatisierte Herstellung der 
Teststreifen wurde die manuelle Verschiebebühne in y-Richtung ebenfalls durch eine motori-
sierte Bühne ersetzt und beide Bühnen wurden über einen Computer gesteuert. Zudem wurde 
ein größerer NP-Suspensionstank angebracht. Somit musste nur von Zeit zu Zeit die Sprühra-
te überprüft werden. Dazu wurde am Ende einer Linie ein Papier kurz unter die Airbrush ge-
halten und ein Punkt gesprüht und mit einem Punkt vom Anfang verglichen. Waren die Punk-
te nach optischem Ermessen gleich, wurde ohne Veränderung der Öffnung der Airbrush weiter 
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gesprüht. War der Punkt kleiner, dann wurde die Öffnung leicht vergrößert, um wieder einen 
gleich großen Punkt auf dem Papier zu erhalten. Diese Veränderung während des Sprühpro-
zesses ist nötig, da sich mit der Zeit immer Nanopartikel an den Wänden der Airbrush und der 
Nadel der Airbrush ablagern. Daher nimmt mit der Betriebsdauer der Airbrush auch die 
Sprührate ab und es muss nachreguliert werden. Am Ende eines jeden Präparationstages sollte 
die Airbrush gut mit Wasser durchgespült werden und von Zeit zu Zeit auch komplett gerei-
nigt werden. Dennoch kann mit dieser Methode eine homogenere Beschichtung erreicht wer-
den, als mit dem einfachen Auftropfen. Beispielproben der Sprühmethode sind in Abbildung 
24 zu sehen. Wie eben beschrieben, wurde die Flussrate rein optisch während des Sprühpro-
zesses über einen Vergleich von gesprühten Punkten bestimmt. Für die Berechnung der Fluss-
raten wurde am Ende eines Sprühvorgangs das verbrauchte Suspensionsvolumen gemessen 
und für die Berechnung genutzt. Die benötigte Präparationszeit für einen Papierstreifen bei 
dieser Methode ergibt sich aus der Länge der x-Richtung, der Anzahl der Zyklen pro Linie 
und der Anzahl der y-Linien bei dem Sprühprozess. Für ein Papier, das mit 5 Zyklen pro Li-
nie, 10 Linien in y-Richtung und mit einer Linienlänge von 25 mm besprüht wird, benötigt 
der Aufbau ca. 2:20 h. Mit diesen Einstellungen und einem verbrauchten Suspensionsvolumen 
von 3 mL ergibt sich eine Sprührate von 3,6 10-4 mL s-1 und daraus ergibt sich ein Suspensi-
onsvolumen pro Fläche von 1,2 mL cm-2. Die angegeben Längen resultieren aus rein prakti-
schen Gründen des Aufbaus. Es wurde über die Halterung gesprüht, damit bei einem Rich-
tungswechsel und bei Vorschub auf die nächste y-Linie nur dann das Papier besprüht wird, 
wenn die Verschiebebühne in gleichmäßiger Bewegung in x-Richtung ist. Zudem konnte so 
an den Enden in x-Richtung die Sprührate geprüft werden. Zusätzlich wurde über den benö-
tigten Bereich in y-Richtung gesprüht, damit die Sprühkanten nicht auf den späteren Testchips 
sind.  
 
Abbildung 24 Beispiel-Proben hergestellt mit der Sprühmethode A-D) PP = 8964 & NP = 
AgNP-1, E-F) PP = 8964 & AgNP-1 + NaCl, G-H) PP = 390 & AgNP-1 oh-
ne & mit NaCl, I) PP = 8964 & AgNP-2 und J) PP = 8964 & AuNP-1  
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Von den beschichteten Papieren wurden exemplarisch Extinktionsspektren (Umrechnung aus 
Reflektionsspektren) und SEM-Bilder aufgenommen. Dabei zeigt sich, dass die Extinktions-
spektren der Nanopartikel auf den Papieren einen relativen Anstieg der Extinktion im Bereich 
vom Extinktionsmaximum bis hin zum Ende des Messbereiches (800 nm) zeigen (Abbildung 
25 A-C). Darüber hinaus ist eine leichte Verschiebung der Extinktionsmaxima zu größeren 
Wellenlängen zu sehen. Am deutlichsten ist dieser Effekt bei den AgNP-1 beschichteten Pa-
pieren zu sehen. Die Verschiebung und der relative Anstieg der Extinktion bei Wellenlängen 
größer des Extinktionsmaximums kann auf die Bildung von Agglomeraten von Nanopartikeln 
auf den Papieren zurückgeführt werden.[72, 145] Diese Agglomerate sind gut in den SEM-
Bildern Abbildung 25 D-G zu sehen. Der Unterschied zwischen Glasfaser- und Zellulosepa-
pieren ist in den Extinktionsspektren nicht besonders groß und zeigt keine Unterschiede.  
 
Abbildung 25 Extinktionsspektren von A) AgNP-1, B) AgNP-2 und C) AuNP-1 in Suspen-
sion (rote durchgezogene Linie) oder auf Papier, Glasfaserpapier (PP = 
8964, blau gepunktete Linie) oder Zellulosepapier (PP = 390, grün gestri-
chelte Linie). Die Papiere sind mit der Sprühmethode beschichtet. D & E 
(Glasfaserpapier) und F & G (Zellulosepapier) zeigen Beispiele von SEM-
Bildern solcher Papiere. Der Maßstabsbalken in den SEM-Bildern ist je 
5 µm groß.[139] 
Der Vergleich der Extinktionsspektren und der SEM-Bilder zwischen Auftropfen und Sprühen 
zeigt einen klaren Unterschied auf dem Glasfaserpapier für die AgNP-1. Der stärkere relative 
Anstieg der Extinktion ist beim Auftropfen im Bereich um 600 nm. Dieser gründet sich sehr 
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wahrscheinlich auf die größeren Agglomerate, die in den SEM-Bildern in Abbildung 26 D-E 
zu sehen sind. 
 
Abbildung 26 A) Extinktionsspektren von Glasfaserpapier (8964) ohne Beschichtung mit 
BaSO4 als Referenz (rote durchgezogene Linie; nicht normierte Extinktion), 
mit Glasfaserpapier als Referenz (8964; blau gepunktete Linie; nicht nor-
mierte Extinktion), mit AgNP-1 Beschichtung durch Sprühen (grün gestri-
chelte Linie; Ref. 8964) oder durch Auftropfen (blaue Strich-Punkt Linie; 
Ref. 8964). B bis E SEM-Bilder von beschichteten Proben, der Maßstabs-
balken in den Bildern ist 5 µm. B & C sind mit der Sprühmethode und D & 
E mit der Auftropf-Methode hergestellt.[139] 
Werden Raman-Messung an unbeschichteten Zellulosepapieren und Glasfaserpapieren durch-
geführt, zeigt sich, dass Zellulosepapiere einen Fluoreszenzuntergrund bei der Anregung mit 
633 nm zeigen, der mit der Zeit abnimmt. Im Gegensatz dazu zeigt Glasfaserpapier einen 
stabilen und meist niedrigeren Untergrund. Bei nicht so stark beschichteten Papieren, hellerer 
Beschichtungsfarbe und einer Laserwellenlänge von 785 nm zeigen sich ebenfalls Unter-
schiede, welche aber geringer sind (Abbildung 27). Auch hier ist der Untergrund beim Glasfa-
serpapier wieder geringer als beim Zellulosepapier und das Glasfaserpapier zeigt einen annä-
hernd gleich intensiven Untergrund über eine längere Bestrahlungszeit (Abbildung 27). Daher 
wurde sich für die nächsten Schritte zunächst auf die Messungen von beschichteten Glasfa-
serpapieren als Alternative zu den sonst üblichen Zellulosefaserpapieren beschränkt. 
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Abbildung 27 Raman-Spektren der Papieruntergründe. Die Beschichtung ist mit der 
Sprühmethode hergestellt, hellere Beschichtungsfarbe (PP = 390 & 8964; 
VNP-390 = 2,5 mL & VNP-8964 = 2,8 mL; AgNP-1; Z = 5). Messung am Ra-
manRxn1 (LWL = 785 nm; DZ = 20 s; SPM = 3; LL = 300 mW; LP d = 
6 mm) eine Anfangsmessung (t = 0 min) und eine nach 5 min Bestrahlung. 
Die braunen Punkte markieren Raman-Banden der Zellulose.[139] 
4.1.3 SERS-Messungen der Auftropf- und Sprühproben ohne hydrophobe Barrieren 
Nach den Voruntersuchungen zur Beschichtung soll nun verglichen werden, welche Kombina-
tion aus Messsystem, Auftragungsmethode und Nanopartikeln die geringste relative Stan-
dardabweichung für Messungen ergibt und damit eine gute Reproduzierbarkeit für Proben, die 
am selben Tag hergestellt werden. Dazu wurde Adenin als Analytmolekül verwendet und die 
Raman-Bande der Ringatemschwingung um die 735 cm-1 in den Spektren ausgewertet 
(Abbildung 28 A). Es wurden je Nanopartikelsuspension und Auftragungsmethode zwei 
SERS-Papiersubstrate hergestellt, aus denen je vier SERS-Testchips der Größe 4×4 mm aus-
geschnitten wurden. Auf diese wurden 5 µL Adenin-Lösung der Konzentration 10-4 M gege-
ben und getrocknet. Gemessen wurden sie mit dem Horiba Raman-Mikroskop (LabRam 
HR800) und dem RamanRxn1. Aus den jeweils acht Spektren wurde die relative Standardab-
weichung einer jeden Kombination bestimmt. Im Diagramm in Abbildung 28 A sind die dar-
aus resultierenden Werte aufgeführt. Das RamanRxn1-System mit dem PhAT-Messkopf zeigt 
geringe RSD als das Mikroskop. Das kann auf den größeren Laser-/Detektionspunkt auf der 
Probe zurückgeführt werden, da sich dadurch eine Mittelung der SERS-Signalintensitäten 
über die gesamte Fläche des SERS-Testchips ergibt (Abbildung 28 B) und zudem die Höhen-
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fokussierung geringer ausgeprägt ist als beim Raman-Mikroskop. Somit ergeben sich repro-
duzierbarere Messungen mit einem größeren Laser-/Detektionspunkt und einer geringen Hö-
henauflösung. Hingegen ist es mit dem Raman-Mikroskop möglich, die Struktur der Papiere 
aufzulösen (Abbildung 29). Hier zeigen sich indirekt die Höhenunterschiede und direkt die 
Konzentrationsinhomogenitäten der Nanopartikel in der Mikrometerskala auf dem Papier 
(Abbildung 29). Bei den Auftragungsmethoden werden beim Sprühen mit AgNP-1 und 
AuNP-1 kleinere und bei AgNP-2 etwa gleichgroße RSD erreicht. Die Sprühmethode zeigt 
damit eine bessere Reproduzierbarkeit für Proben eines Tages als die Auftropfmethode ohne 
hydrophobe Barrieren. Bei den Nanopartikeln zeigt sich bei diesen Messreihen, dass AgNP-1 
die niedrigste RSD von 11 % hatte. Daher werden im Folgenden erstmal nur Messungen mit 
dem Glasfaserpapier, der Sprühmethode und den AgNP-1 am RamanRxn1 durchgeführt. Der 
Vergleich der RSD der Intensitäten und der Flächen der Peaks zeigt keine signifikanten Unter-
schiede. Somit können für SERS-Messungen von Einzelkomponenten mit gut separierten 
Banden einfach nur die Intensitäten der SERS-Banden ausgewertet werden. Messungen zwi-
schen verschiedenen Präparationstagen zeigen hingegen höhere Signalintensitätsunterschiede. 
 
Abbildung 28 A) RSD der betrachteten Kombinationen. Auswertung der Ringa-
temschwingung (um 735 cm-1) von Adenin (c = 10-4 M; V = 5 µL). Proben 
hergestellt mit Auftropfmethode (V = 34 µL; 15 x con.; 3x mal) und dem 
Sprühaufbau aus Abbildung 12 A (Z = 3) auf Glasfaserpapier (PP = 8964). 
Messparameter des Raman-Mikroskop und des RamanRxn1 sind: LWL = 
633 nm; DZ = 4 s; SPS = 3; OB = 10×; LP d = 10 µm; GT = 300 L mm-1; 
LAS = 90% und LWL = 785 nm; DZ = 20 s; SPM = 3; LL = 200 mW; LP d 
= 6 mm. Die Auswertung der Daten erfolgt in einem Bereich von 710 cm-1 
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bis 770 cm-1. Zuerst wird eine Untergrundkorrektur durchgeführt (Origin 9G 
 Basislinie subtrahieren  Endpunkte gewichtet) und dann werden das 
Maximum und das Integral im betreffenden Bereich bestimmt. Die Berech-
nung der RSD ist in Abschnitt 2.8 aufgeführt. Aufgetropfte Proben aller drei 
Nanopartikelsuspensionen und gesprühte Proben AuNP-1 gemessen am 
RamanRxn1 zeigen einen Verschub der Ringatemschwingung zu einer höhe-
ren Raman Verschiebung.[139]  
 
Abbildung 29 Mapping von einem Papier (Sprühmethode; AuNP-1; PP = 8964; Adenin; V 
= 10 µL; c = 10-4 M) am Raman Mikroskop (LWL = 633 nm; DZ = 1 s; 
SPM = 1; LAS = 10 %; OB = 50× LWD). Analyse mit LabVIEW Pro-
gramm Ramapper_1_5 (Bereich 712 cm-1 bis 770 cm-1; Banden Maximum 
736 cm-1 bis 741 cm-1; Untergrund-Subtraktion in dem Bereich; Integration 
in dem Bereich =̂ 12 Pixel; Signal normiert auf 1). 
Mit dem beschriebenen Testchip und dem RamanRxn1 wurden drei klassische SERS-
Reporter 4-Aminothiophenol, Rhodamin 6G und Adenin gemessen (Abbildung 30). Alle drei 
Analyten zeigen SERS-Spektren mit einer akzeptablen Signal-Intensität.  
Im nächsten Test wurden zwei anwendungsbezogene Analyten gemessen. Dabei handelt es 
sich um zwei Antibiotika Enoxacin und Enrofloxacin.[92, 146-149] Sie gehören beide zu den 
Fluoroquinolonen Antibiotika. Enrofloxacin findet in der Viehwirtschaft Einsatz und darf laut 
Gesundheitsorganisationen einen Gehalt von 0,1 ppm in Fleischprodukten nicht überschreiten. 
Enoxacin ist hingegen ein Breitbandantibiotikum für den humanmedizinischen 
Gebrauch.[147] Die beiden Analyten wurden in Lösung präpariert und auf die SERS-
Substrate aufgetropft. Die bestimmten Signale in den gemessen Spektren, entsprechen den 
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Literaturangaben [92, 146, 148, 149] für die beiden Analyten (Abbildung 31). Die Sensitivität 
der so getesteten Proben reicht nur bis zu einer Konzentration von 10-5 M, bei der gerade noch 
die intensivste Bande detektiert wird. Diese Konzentration entspricht aber bei weitem noch 
nicht dem Grenzwert für Enrofloxcin. Daher zeigt diese Analyse der Antibiotika nur einen 
prinzipiellen Ansatz für die Detektion dieser Analyten mit Papier-SERS-Substraten. 
 
Abbildung 30 SERS-Spektren von A) 4-Aminothiophenol, B) Rhodamin 6G und C) A-
denin, alle Analyten sind in einer Konzentration von 5×10-5 M aufgetragen. 
SERS-Chips präpariert mit der Sprühmethode (Abbildung 12 B; AgNP-1; 
PP = 8964; bei Adenin ≈ 1010 NP mm-2) und gemessen mit dem RamanRxn1 
(DZ = 20 s; SPM = 3; LL = 300 mW;).[139] 
 
Abbildung 31 SERS-Spektren von A) Enoxacin und B) Enrofloxacin (V = 5µL; c = 
10-4 M) auf Testchips (Sprühmethode; AgNP-1; PP = 8964; VNP = 3,1 mL; Z 
= 5; hellere Beschichtungsfarbe). Die Spektren (RamanRxn1; DZ = 20s; 
SPM = 3; LL = 300 mW) sind Untergrund-korrigiert (Abzug Referenzspekt-
rum  Untergrund gerade ziehen  auf null setzen).[139] 
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Der letzte Test, der mit diesen SERS-Substraten durchgeführt wurde, ist die Bestimmung ei-
ner Konzentration-Signal-Korrelationsfunktion. Als Analyt diente hier erneut Adenin. Es 
wurde ein Konzentrationsbereich von ca. 10-4 M bis 10-8 M gemessen und bei den Messungen 
handelte es sich um Einzelpunktmessungen. Die aufgenommenen Spektren wurden im Be-
reich von 710 cm-1 bis 770 cm-1 analysiert. Die SERS-Banden für die einzelnen Konzentratio-
nen sind in Abbildung 32 A gezeigt. Die Intensitäten der Ringatemschwingung bei 735 cm-1 
wurde bestimmt und gegen die Analytkonzentration aufgetragen (Abbildung 32 B & C). Da-
bei ist die Konzentrationsachse einmal linear (Abbildung 32 B) und einmal logarithmisch 
(Abbildung 32 C) aufgetragen, so zeigt sich der Verlauf der Daten besser. Als Fit-Funktion 
wird hier eine Langmuir-Isotherme verwendet. Der Fit wird solange neu berechnet, bis die 
genutzten Werte einen kleineren Fehler zur Fitfunktion aufweisen als 10 %. Dieser Wert ist 
abgeleitet von der RSD aus den vorhergehenden Experimenten. Alle Werte, die einen höheren 
Fehler aufweisen, werden danach als Ausreißer definiert und aus dem Fit genommen (Tabelle 
5). Die übrig gebliebenen Datenpaare bestimmen die Fitfunktion. Die genutzten Werte sind in 
den Diagrammen Abbildung 32 B bis D die roten Quadrate und die Ausreißer sind die grünen 
Quadrate. In Abbildung 32 D ist noch die linearisierte Form der Funktion mit den genutzten 
Fitwerten aufgetragen. Aus der linearen Form werden die Adsorptionskonstante K und die 
maximale Signalintensität ISERS,max bestimmt. Dabei ergibt sich für K ein Wert von 28103 M
-1 
und für ISERS,max ein Wert von 8827 Counts für diese Messreihe. Aus den berechneten Daten 
kann ein LOD und ein maximales Signal berechnet werden, welche die Grenzen des dynami-
schen Bereichs des Systems darstellen. Der dynamische Bereich ist von 8 10-7 M bis 2 10-3 M, 
alle Daten stehen in Tabelle 6. 
Tabelle 5 Datenpaare, die bei der Analyse der Langmuir-Isotherme verwendet wur-
den.[139] 
c Adenin Intensität c-1 Intensität-1 Ausreißer      
(grün) [M] [Counts] [M-1] [Counts-1] 
9,9 10-5 6638 1,0 104 1,5 10-4 
 
7,4 10-5 5912 1,3 104 1,7 10-4 
 
5,0 10-5 5021 2,0 104 2,0 10-4 
 
2,5 10-5 3670 4,0 104 2,7 10-4 
 
9,9 10-6 2276 1,0 105 4,4 10-4 
 
7,4 10-6 1750 1,3 105 5,7 10-4 
 
5,0 10-6 1078 2,0 105 9,3 10-4 
 
2,5 10-6 818 4,0 105 1,2 10-3 
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9,9 10-7 402 1,0 106 2,5 10-3 
 
7,4 10-7 346 1,3 106 2,9 10-3 
 
4,9 10-7 279 2,0 106 3,6 10-3 
 
2,5 10-7 154 4,1 106 6,5 10-3 
 
9,9 10-8 155 1,0 107 6,5 10-3 
 
9,9 10-9 87 1,0 108 1,2 10-2 
 
 
 
Abbildung 32 A) SERS-Bande von Adenin (V = 5µL; c von 10-4 M bis 10-8 M) auf Test-
chips (Sprühmethode; Abbildung 12 B; AgNP-1; PP = 8964; VNP = 3,1 mL 
& 3,4 mL ; Z = 5; hellere Beschichtungsfarbe). Die Spektren (RamanRxn1; 
DZ = 20s; SPM = 3; LL = 300 mW) sind Untergrund korrigiert (Origin 9G 
 Bereich der Bande 710 cm-1 bis 770 cm-1  Benutzerdefinierte Unter-
grundkorrektur). Bestimmung der Intensität bei 735 cm-1 aufgetragen gegen 
die Konzentration von Adenin B) lineare Konzentrationsachse und C) loga-
rithmische Konzentrationsachse. D) zeigt die linearisierte Auftragungsform 
der Langmuir-Isothermen in doppelt reziproker Form.[139] 
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Tabelle 6 Daten aus dem linearen Fit der Langmuir-Isothermen Abbildung 32 D und 
die daraus berechnete Adsorptionskonstante K, das maximale SERS Signal 
ISERS,max, die maximale Konzentration und LOD (gerundet). Die maximale 
Konzentration ergibt sich aus dem reziproken Wert vom Achsenabschnitt 
und dem Standardfehler des Achsenabschnittes.  
Achsenabschnitt [Counts-1] 1,13 10-4 K [M-1] 28103 
Steigung [M Counts-1] 4,03 10-9 ISERS,max [Counts] 8827 
Standardfehler Achsenabschnitt 
[Counts-1] 
2,25 10-6 
maximale 
Konzentration [M] 
2 10-3 
Standardabweichung Datenpunkte 
Leerprobe [Counts] 
60,54 LOD [M] 8 10-7 
Zusätzlich wurden noch zwei weitere Raman-Banden bei 1336 cm-1 und bei 1457 cm-1 aus-
gewertet. Sie zeigen den gleichen sigmoidalen Verlauf der Daten wie die Ringatemschwin-
gung bei der halblogarithmischen Auftragung (Abbildung 33), haben aber andere K und I-
SERS,max Werte. 
 
Abbildung 33 SERS-Banden und Konzentrationsfit ausgewertet bei A/B) 1336 cm-1 und 
bei C/D) 1457 cm-1. Auswertung aus denselben Spektren wie bei Abbildung 
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32, daher auch gleiche Präparation, Mess-Parameter und Auswertungsme-
thode.[139] 
Für die Präparation einer größeren Anzahl an Testchips ist die Sprühmethode mit diesem Prä-
parationsaufbau nicht geeignet, da die Beschichtung der Papiere zu lange dauert. Daher wird 
in einem nächsten Schritt ein Druck der Nanopartikelsuspensionen ausprobiert.  
4.1.4 SERS-Papierproben gedruckt ohne hydrophobe Barrieren  
Das Drucken von Nanopartikelsuspensionen ist aus der Literatur bekannt. Dabei werden reine 
[78] oder mit Additiven versetzte Nanopartikelsuspensionen [70, 76] auf Papiere aufgedruckt. 
Hier wurden zur Präparation von SERS-Testchips zwei normale Bürodrucker mit reinen und 
mit Additiven versetzten Nanopartikelsuspensionen untersucht. Als Testdrucker wurden ein 
Brother MFC-J470DW und ein Epson EcoTank ET-2500 verwendet. Die Inbetriebnahme 
funktioniert bei dem Brother Drucker nur mit originalen Druckerpatronen. Daher muss der 
Drucker nach der Inbetriebnahme gut gespült werden, um die Farbe wieder aus dem Druck-
system zu entfernen. Dazu wurde der Drucker mit wieder-befüllbaren Patronen bestückt, die 
mit Wasser oder einem Wasser/Ethanol-Gemisch befüllt wurden. Anschließend wurde zum 
Spülen die Selbstreinigungsfunktion des Druckers genutzt und diese mehrere Male ausge-
führt. Dann wurden die genutzten Patronen geleert und mit Nanopartikelsuspension befüllt. 
Um die Suspensionen so wenig wie möglich zu verändern, wurden am Anfang reine Suspen-
sionen gedruckt. Als Papier wurde Whatman 1 (Zellulosepapier) verwendet, da es genauso 
wie normales Druckerpapier aus Zellulose besteht und schon vorher für SERS-Präparationen 
genutzt wurde.[80, 86, 119] Der zweite Grund ist, dass Glasfaserpapier nicht eingezogen wird 
oder vom Drucker zerrissen wird. In Abbildung 34 ist ein Beispielausschnitt aus einem be-
druckten Zellulosepapier mit Silberpartikeln gezeigt.  
 
Abbildung 34 AgNP-2 (max = 426 nm; 10x kon.; in Wasser) gedruckt mit dem Brother 
Drucker (obere 3 Zeilen 30 Zyklen und untere 3 Zeilen 20 Zyklen; Cyan 
Patrone; 4x4 mm Quadrate) auf Whatman 1 Papier. 
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Messungen von solchen Testchips zeigen eine Verunreinigung mit Cyan-Farbe. Selbst nach 
nochmaligem mehrfachem Spülen mit einem Wasser/Ethanol-Gemisch ist die Verunreinigung 
noch zu sehen (Abbildung 35 A). Anhand der Extinktionsspektren der vier Farben (Abbildung 
35 B) zeigt sich, dass Cyan eine sehr starke Absorption bei der genutzten Laserwellenlänge 
hat. Somit wird das Raman-Signal höchstwahrscheinlich resonant verstärkt, was in Verbin-
dung mit den Nanopartikeln auch geringste Spuren an Cyan als Untergrundspektrum zeigt. 
Bei der Verwendung von anderen Patronen muss leider auch festgestellt werden, dass ein 
Cyan-Untergrund detektiert wird. Bei höheren Analyt-Konzentrationen ist der Untergrund 
meist unproblematisch, hingegen ist es bei niedrigen Analyt-Konzentrationen schwierig zwi-
schen dem Analyt- und Untergrundsignal zu unterscheiden. 
 
Abbildung 35 A) Testchip (rote Linie; AgNP-2; 10x kon.; in Wasser; Drucker Brother; 
Cyan Patrone; Z = 30; 4x4 mm Quadrate; PP = Whatman 1) und Drucker-
farbe Cyan auf Objektträger (blaue Linie) gemessen am LMA (LWL = 
633 nm; GT = 300 L mm-1; DZ = 10 s; ± 6 cm-1). B) Extinktionsspektren der 
vier verwendeten Farben und Position Laserwellenlänge LMA. 
Ein weiteres Problem, welches beim Drucken der Nanopartikelsuspensionen beobachtet wur-
de, ist, dass mit der Anzahl an Druckzyklen die gedruckte Menge an Nanopartikelsuspension 
abnimmt. Hier ist ähnlich wie bei der Airbrush davon auszugehen, dass sich die Druckdüsen 
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des Druckers mit der Zeit zusetzen. Um sie wieder frei zu bekommen wurden die Selbstreini-
gungsfunktionen des Druckers genutzt. Dabei wird schnell eine größere Menge an Drucklö-
sung durch die Düsen gepumpt, was sie wieder freimachen soll. Solange die Düsen nicht ganz 
verstopft sind, kann diese Methode genutzt werden. Sind die Düsen einmal komplett ge-
schlossen, funktioniert diese Methode nicht mehr. Das ständige Nachspülen, um die Düsen 
frei zu halten, bringt zwei Nachteile mit sich, zum einen, einen wesentlich höheren Verbrauch 
an Nanopartikelsuspension und zum anderen eine häufige Nutzung der Selbstreinigungsfunk-
tionen. Da die Drucker aber nur eine definierte Anzahl an Reinigungszyklen zulassen, bis sie 
den Betrieb einstellen, wurde dies nach geraumer Zeit erreicht, so dass das Gerät eingeschickt 
oder komplett ausgetauscht werden musste. Das Problem mit dem Verstopfen der Düsen trat 
nicht nur bei dem Brother Drucker sondern auch bei dem Epson Drucker auf.  
Daher wurden die Suspensionen mit Additiven versetzt, um ihre Druckeigenschaften zu ver-
bessern und so weniger Probleme mit dem Zusetzen der Druckköpfe zu haben. Als Additive 
wurden Glyzerin und Ethanol zugesetzt.[77] Bei diesen Suspensionen dauert es teils länger 
bis sich die Düsen zusetzen, aber am Ende setzten sich auch hier die Düsen zu. Beim Epson 
Drucker wurde nicht das Problem mit der Verunreinigung durch Druckerfarbe beobachtet, 
aber das Problem mit dem Zusetzten der Düsen konnte auch hier nicht vermieden werden. 
Zusammenfassend soll hier nur ein Konzentrationsversuch gezeigt werden, der mit den ge-
druckten Testchips vom Brother Drucker gemessen wurde. Als Analyt wurde wieder Adenin 
verwendet und in einem Konzentrationsbereich von 10-4 M bis 10-6 M gemessen. Die drei 
Spektren und die Intensitäten der Ringatemschwingung des Adenins sind in Abbildung 36 
dargestellt. 
 
Abbildung 36 Auswertung von einer drei Punkt Messung (LMA; LWL = 633 nm; GT = 
300 L mm-1; DZ = 10 s; ± 6 cm-1; jeweils 2. Messung eines Testchips) von 
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Adenin (V = 3 µL; 10-4 M bis 10-6 M) auf gedruckten Testchips (AgNP-3; 
Endkonzentration = 10x kon.; Volumen Teile = Suspension : Glyzerin : 
Ethanol = 5 : 4 : 1; Drucker Brother; gelbe Patrone; Z = 50; 4x4 mm Quad-
rate; PP = Whatman 1). A) Spektren der drei Messungen (OriginPro 2017G; 
Untergrundkorrektur im Bereich von 398 cm-1 bis 1702 cm-1  Gerade Li-
nie abgezogen). B) Intensitäten der SERS-Bande bei 736 cm-1 (OriginPro 
2017G; Untergrundkorrektur im Bereich von 692 cm-1 bis 786 cm-1  Ge-
rade Linie abgezogen  bei 736 cm-1 Intensitätswert ausgelesen). 
Nachdem beide Drucker nur noch unregelmäßige Druckmuster lieferten und die Selbstreini-
gungszyklen teils oder komplett aufgebraucht waren, wurde zu einer anderen Methode über-
gegangen, um große Anzahlen an SERS-Testchips herzustellen. 
4.2 Messungen zur Reproduzierbarkeit auf Testpunkten 
Eine Methode, um eine große Anzahl an SERS-Testchips (Testpunkten, Spots) herzustellen, 
ist die Präparation von hydrophoben Barrieren auf Papier und das anschließende Auftropfen 
von Nanopartikelsuspension. 
4.2.1 Präparation, Messaufbau, Nanopartikel für Testpunkte und µPADs 
Die Herstellung der Testpunkte und der µPADs folgt immer nach dem gleichen Prinzip. Es 
wird das gewünschte Layout der Testchips am Computer erstellt und anschließend mit einem 
kommerziellen Wachsdrucker (Xerox ColorQube 8580 AND) auf Papier gedruckt. Diese mit 
Wachs beschichteten Papiere werden für eine definierte Zeit und Temperatur erwärmt. Dabei 
geht das Wachs in einen fluiden Zustand über und diffundiert in das Papier, so dass sich hyd-
rophobe Barrieren bilden. Zusätzlich wird die Rückseite mit einem Klebestreifen versigelt. Im 
letzten Schritt erfolgt die Beschichtung mit Nanopartikelsuspension und die Auftragung des 
Analyten in Lösungsform. Der gesamte Ablauf ist in Abbildung 14 Kapitel 3.5 dargestellt. 
Bei der Präparation können verschiede Parameter variiert werden. Einer ist das Papier, hier 
wird sich als Standard auf Whatman Papiertyp 1 beschränkt. Die Nutzung von Glasfaserpa-
pieren ist bei dem getesteten Bürowachsdrucker nicht möglich, da sie meistens nicht eingezo-
gen werden oder vom Drucker zerrissen werden, ebenso wie es bei den Tintenstrahldruckern 
ist. Daher wird Zellulosepapier Whatman 1 verwendet. Weitere Parameter sind wie lange und 
bei welcher Temperatur das bedruckte Papier erwärmt wird, damit das Wachs das Papier 
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komplett durchdringen kann und geschlossene hydrophobe Barrieren bildet. Dazu werden 
Testpunkte und gerade Kanäle auf Papier gedruckt und bei verschiedenen Zeiten und Tempe-
raturen im Trockenschrank erhitzt und anschließend unter dem Mikroskop die Größen der 
Punkte und Kanäle bestimmt. Die Schrumpfungswerte der Radien der Formen sind in Abbil-
dung 37 als Mittelwerte aus den Kreis- und Kanalmessungen bei den jeweiligen Bedingungen 
bestimmt worden. Bei dem verwendeten Papier ist es prinzipiell möglich, jede der neun 
Kombinationen zu nehmen. Da aber nicht alle Temperaturen für alle Papiertypen geeignet 
sind, wird als Standard eine Temperatur von 110 °C mit einer Erwärmungszeit von 3 min ge-
wählt.  
 
Abbildung 37 Schrumpfung der Radien im Verhältnis zu den gezeichneten Layouts. Die 
Messungen erfolgten an Proben, die mit Silbernanopartikeln (50x kon.) oder 
Rhodamin 6G (c ≈ 10-2 M) beschichtet sind (aufgetropft und Whatman 1). 
Die getesteten Layouts sind Testpunkte mit dem Durchmesser = 2,0/ 2,5/ 
3,0/ 3,5/ 4,0 mm, und dem Volumen Lösung = 0,5 µL (d = 2,0 mm) und 
1,0 µL bei den anderen Durchmessern. Bei den Kanälen (Breite = 1,0/ 1,5/ 
1,6/ 2,0/ 2,5/ 3,0 mm) ist ein Volumen von 1 µL verwendet worden. Fehler-
balken sind die Standardabweichungen der Mittelwerte. 
Für die Wahl des Durchmessers der Testpunkte wurden drei Durchmesser mit den Werten 
2,5 mm, 3,0 mm und 3,5 mm (Durchmesser im Layout) getestet. Die Proben wurden mit Na-
nopartikeln beschichtet und ein Analyt wurde aufgetragen und das SERS-Signal bestimmt. 
Bei den Messungen dieser Proben ergaben 3,0 & 3,5 mm die intensivsten Signale und 
2,5 & 3,0 mm die geringsten RSD. Daher wurde als Testpunktdurchmesser der Wert 3,0 mm 
gewählt, weil dieser Wert die beste Kombination aus Signalintensität und RSD ergibt. 
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Nach der Wahl der Präparationsbedingungen für die Papiere, würde im nächsten Präparations-
schritt die Auftragung der Nanopartikelsuspensionen erfolgen. Darauf wird im nächsten Un-
terkapitel eingegangen. Hier soll vorher noch auf den genutzten Messaufbau, das LabVIEW-
Analyseprogramm und die verwendeten Nanopartikelsuspensionen eingegangen werden.  
Für die nachfolgenden Messungen wurde als Standard der Labormessaufbau aus Abbildung 
17 Abschnitt 3.7 genutzt. Dieser Aufbau verfügt wie das RamanRxn1 über einen großen La-
serpunkt von ca. 1,3 mm im Durchmesser auf der Probe. Die Messungen wurden im Standard 
mit dem 1800 L mm-1 Gitter, einer Spaltbreite von 150 µm und einer Detektionszeit von 60 s 
durchgeführt. Die Detektionszeit wurde gewählt, um ausreichend Signalintensität für die 
Messungen der Konzentrationsreihen zu haben.  
Für die Auswertung der Daten wurde das LabVIEW-Analyseprogramm verwendet. Es bietet 
verschiedene Funktionen, die die Auswertung beschleunigen und vereinheitlichen. So wurde 
grundsätzlich ein automatisiert berechneter linearer Untergrund im ausgewählten Bereich ab-
gezogen und erst dann Intensitäten und Flächen von Banden bestimmt. So können die glei-
chen Auswertungen für verschiedene Banden hintereinander schnell und einfach ausgeführt 
werden. Die umfassendste Funktion, über die das Programm verfügt, ist die Analyse eines 
Langmuir-Fits einer SERS-Bande in einem gegeben Datensatz und das vollautomatisch nach 
der Eingabe aller Spektren, des maximalen Fehlers (vereinfachter Programmablaufplan siehe 
Abbildung 19) und der Auswahl der zu analysierenden SERS-Bande. Weitere Funktionen sind 
der Abzug eines Referenzspektrums oder die Bestimmung einer Konzentration einer unbe-
kannten Analyt-Probe nach vorheriger Kalibrierung. 
Die in den nachfolgenden Kapiteln genutzten Nanopartikelsuspensionen sind AgNP-3, 
AgNP-4, AuNP-2 und Au@AgNP. Hier sollen, wie im Abschnitt 4.1.1, die Kenngrößen der 
Suspensionen aufgeführt werden. Von jedem Nanopartikeltyp wurden mehrere Ansätze herge-
stellt. Bei AgNP-3 sind alle Ansätze nach der gleichen Konzentration und im gleichen Grö-
ßenmaßstab hergestellt (Ansatz VIII anderer Maßstab), aber dennoch zeigen sich deutlich 
erkennbare Unterschiede in den Extinktionsspektren (Abbildung 38 A) und in den TEM-
Auswertungen (Tabelle 7). Damit zeigt sich bei den hier genutzten Synthesen der reinen Sil-
bernanopartikel die Schwierigkeit einer konstanten Reproduktion der Nanopartikelsuspension. 
Bei den drei anderen Nanopartikeltypen AgNP-4, AuNP-2 und Au@AgNP wurden Ansätze 
mit verschiedenen Volumina von Synthesekomponenten oder verschiedenen Seednanoparti-
keln hergestellt, welche in den Extinktionsspektren in Abbildung 38 B bis D dargestellt sind. 
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Für jeden der vier Nanopartikeltypen ist jeweils ein Nanopartikel-Größenhistogramm als Bei-
spiel aufgeführt. Die Suspensionen, die Silber in der Synthese enthalten, zeigen breitere Ver-
teilungen als reine Goldnanopartikel (Abbildung 39 und Tabelle 7). Zudem wurden bei den 
AgNP-3 auch sehr große Stäbchen von Nanopartikeln beobachtet. Die berechneten Konzent-
rationen der Suspensionen für AgNP-3, AuNP-2 und Au@AgNP ergeben sich nach den Gl. 45 
und Gl. 46 (Kapitel 4.1.1), wobei bei Au@AgNP das Differenzvolumen von Au@AgNP und 
AuNP-2 als Volumen für die Berechnung der Silbermenge pro Nanopartikel genutzt wurde. 
Die Konzentrationen für AgNP-4 sind von den Konzentrationen der Ausgangssuspensionen 
übernommen worden. 
Tabelle 7 Übersicht über die verschiedenen Ansätze der Suspensionen mit Bezeich-
nung, Maximum der Extinktion im betrachteten Wellenlängenbereich (* = 
Maximum im Bereich 325 cm-1 bis 800 cm-1), mittlerer Kreisdurchmesser 
der NP aus den TEM-Bildern (arithmetischer Mittelwert über alle Nanopar-
tikel, die einen gleich oder größeren Kreiswert als 0,7 haben), Breite der 
Nanopartikelverteilung, in der 90 % aller Nanopartikel liegen, Konzentrati-
on berechnet aus den mittleren Durchmessern der TEM-Bilder (abgerudert 
auf die nächste 5. Stelle) und Kommentare zu den einzelnen Suspensionen. 
Suspension 
max 
[nm] 
Durchmesser 
NP TEM  
[nm] 
Breite Nanopartikel 
-verteilung 
[nm] 
Konzentration 
[NP L-1] 
Kommentare 
AgNP-3-I 409 - - - - - - - - - - - - 
AgNP-3-II 406 - - - - - - - - - - - - 
AgNP-3-III 411 91 41-130 1 1013 - - - 
AgNP-3-IV 409 43 21-60 1 1014 - - - 
AgNP-3-V 425 77 41-110 1 1013 - - - 
AgNP-3-VI 411 58 31-90 5 1013 - - - 
AgNP-3-VII 413 - - - - - - - - - - - - 
AgNP-3-VIII 410 49 21-70 1 1013 
Ansatz halbe Größe 
und 6,5 mL Citrat 
AgNP-4-I 403 - - - - - - 5 1013 5 mL PEI / AgNP-3-VI 
AgNP-4-II 402 62 21-90 5 1013 600 µL PEI / AgNP-3-VI 
AgNP-4-III 400 - - - - - - 5 1013 600 µL PEI / AgNP-3- VI 
AgNP-4-IV 401 - - - - - - 5 1013 300 µL PEI / AgNP-3- VI 
AgNP-4-V 402 - - - - - - 5 1013 300 µL PEI / AgNP-3- VI 
AgNP-4-VI 402 - - - - - - 5 1013 300 µL PEI / AgNP-3- VI 
AgNP-4-VII 405 - - - - - - 1 1013 300 µL PEI / AgNP-3- VIII 
AuNP-2-I 530 35 21-40 1 1013 500 µL Citrat 
AuNP-2-II 535 35 21-50 1 1013 400 µL Citrat 
AuNP-2-III 551 - - - - - - - - - 350 µL Citrat 
Au@AgNP-I 489 101 81-120 5 1012 AuNP-2-I 
Au@AgNP-II 497* - - - - - - - - - AuNP-2-III 
Au@AgNP-III 506* 115 81-160 1 1012 AuNP-2-II 
Au@AgNP-IV 479 96 71-120 5 1012 AuNP-2-I 
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Abbildung 38 Normierte Extinktionsspektren der Nanopartikelsuspensionen A) AgNP-3, 
B) AgNP-4, C) AuNP-2 und D) Au@AgNP. Normierung auf das Maximum 
im betrachteten Wellenlängenbereich. Die Angaben zu den Maxima sind in 
Tabelle 7 aufgeführt. 
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Abbildung 39 Histogramme der Nanopartikelsuspensionen AgNP-3-IV (A), AgNP-4-II 
(B), AuNP-2-I (C) und Au@AgNP-IV (D) mit jeweils einem Beispiel-TEM-
Bild der getrockneten Suspension und der Angabe des Größenbereiches in 
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dem sich 90 % aller Nanopartikelgrößen befinden und dem mittleren 
Durchmesser (arithmetischer Mittelwert über alle Nanopartikel, die einen 
gleich oder größeren Kreiswert als 0,7 haben) der Nanopartikel. 
4.2.2 Einflussfaktoren auf die SERS-Signalintensität 
In diesem Abschnitt wird auf einige Einflussfaktoren der SERS-Signalintensität eingegangen 
wie z.B. die Beschichtung der Proben mit Nanopartikeln und die Auftragung des Analyten. 
Ein Faktor ist z.B. die Trockenzeit der SERS-Proben vor der Messung. Dabei sind zwei Zei-
ten zu unterscheiden, die Zeit der Trocknung der Nanopartikelsuspension und die Trockenzeit 
des Analyten. In Tabelle 8 sind Messungen von Testpunkt-Proben mit Ru(bipy)3 als Analyt 
mit unterschiedlichen Kombinationen der beiden Trockenzeiten aufgeführt. Die Werte für die 
Signalintensitäten in der Tabelle sind der besseren Vergleichbarkeit auf das Maximum aller 
gemessen Proben normiert. Aus der Tabelle 8 ist ersichtlich, dass je kürzer beide Trockenzei-
ten sind, desto höher die Signalintensitäten sind. Die höchsten Signalintensitäten wurden bei 
Proben beobachtet, die direkt nach dem Auftragen der Nanopartikelsuspension auf dem Papier 
mit der Analyt-Lösung beschichtet wurden. Dabei zeigt sich, dass die Signalintensität nur 
langsam mit der Analyt-Trockenzeit bei konstanter Nanopartikelsuspension-Trockenzeit ab-
nimmt. Beim direkten Auftropfen des Analyten nach der Nanopartikelsuspension und 30 min 
Analyt-Trockenzeit hat sich die Signalintensität um nur ca. 20 % verringert. Hingegen ist bei 
einer konstanten Analyt-Trockenzeit und einer Veränderung der Nanopartikelsuspensions-
Trockenzeit ein schneller Abfall der Signalintensität zu beobachten. So ist nach 5 min Suspen-
sion-Trockenzeit und 5 min Analyt-Trockenzeit die Signalintensität schon auf 50 % gesunken. 
Je länger die beiden Zeiten werden, desto kleiner werden die Intensitäten und die Intensitäts-
veränderungen.  
Tabelle 8 Vergleich von SERS-Signalintensitäten bei Veränderung von Nanopartikel-
suspensions- und Analyt-Trockenzeiten. Signalintensitäten normiert auf die 
Messung bei 0 min Trockenzeit Silbernanopartikel (V = 0,5 µL; AgNP-3; 
50x kon.) & 5 min Analyt Trockenzeit (V = 0,5 µL; c = 10-4 M) in Prozent. 
Die Messungen wurden mit Ru(bipy)3 als Analyt am LMA (GT = 
1800 L mm-1; DZ = 60 s) aufgenommen. Ausgewertet wurde die SERS-
Bande bei 1488 cm-1 (1469 cm-1 bis 1504 cm-1; Untergrundkorrektur  Flä-
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che bestimmt mit LabVIEW-Analyseprogramm). (Trockenzeit Analyt  1 = 
8 min / 2 = 35 min / 3 = 65 min) 
 
Silbernanopartikel - Trockenzeit [min] 
0 5 10 20 30 60 
Analyt – 
Trockenzeit 
[min] 
5 100 % 50 % --- --- 33 % 271 % 
10 95 % --- 35 % --- --- --- 
20 --- --- --- 33 % --- --- 
30 81 % 382 % --- --- 
41 % (Exsikkator mit N2) 
--- 39 % (RH ≈ 80 %) 
28 % (Raum RH ≈ 40 %) 
60 --- --- --- --- --- 313 % 
Um einen Einblick in die Signalentwicklung der ersten 10 min nach dem direkten Auftropfen 
der Nanopartikelsuspension und des Analyten zu bekommen, ist eine Probe in Abständen von 
30 s nach dem Auftropfen gemessen worden (Abbildung 40). In den Spektren ist eine breite 
Bande im Bereich von 1330 cm-1 bis 1470 cm-1 mit einem Maximum um 1397 cm-1 zu be-
obachten. Diese Bande wird als indirekter Indikator für die Feuchtigkeit der Probe verwendet 
und im Weiteren als Feuchtigkeitsbande bezeichnet. Ein Vergleich mit der Literatur ergibt, 
dass diese Bande ein SERS-Signal von Citrat ist.[150] Werden die normierten Flächen der 
Feuchtigkeitsbande und der SERS-Bande bei 1488 cm-1 von Ru(bipy)3 in einem Diagramm 
dargestellt (Abbildung 40), zeigt sich, dass mit abnehmendem Feuchtigkeits-Signal zuerst das 
SERS-Signal des Analyten ansteigt und dann wieder abfällt. Der starke Anstieg des Signals 
des Analyten von 120 s bis 180 s ist auf die Volumenverringerung des Lösungsmittels (Was-
ser) und die damit verbundene Aufkonzentration des Analyten zurückzuführen. Der Abfall der 
Feuchtigkeitsbande im Bereich von 0 s bis 210 s ist auf die Adsorption von Ru(bipy)3 und das 
Verdrängen von Citrat zurückzuführen. Ab 180 s fällt auch das Analyt-Signal nur noch, hier-
bei ist in den nächsten 60 s ein Signalabfall um ca. 30 % zu beobachten. Dieser Signalabfall 
und der weitere Signalabfall kommen höchstwahrscheinlich von der Interaktion der nicht 
mehr durch einen kompletten Wasserfilm geschützten Nanopartikel und/oder Agglomerate mit 
der Umgebungsluft, was zu einer Deaktivierung der Nanopartikel führt, die auf eine Oxidati-
on des Silbers zurückzuführen ist.[151] Wird die Intensität bei 5 min auf 100 % gesetzt und 
mit dem Signal der Probe nach 10 min verglichen (grüne Punkte Abbildung 40), so zeigt sich 
eine Signalintensität von 91 % bei 10 min, was dem Wert aus Tabelle 8 bei 10 min entspricht. 
Die Deaktivierung der Nanopartikel zeigt sich auch durch einen Vergleich von Proben mit 
einer 30 min x 30 min Trockenzeit, die unter verschiedenen Umgebungsbedingungen herge-
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stellt wurden (Tabelle 8). Die drei verglichenen Umgebungsbedingungen sind einmal in einem 
Exsikkator, der mit Stickstoff gespült ist, einmal in einem Becherglas mit Deckel, welches 
Wasser enthält und eine Luftfeuchtigkeit (englisch: relative humidity = RH) von ca. 80 % hat 
und unter normalen Raumbedingungen. Hier zeigt sich, dass unter normalen Raumbedingun-
gen etwa 25 % weniger Signal beobachtet wird als bei den Proben im Exsikkator oder unter 
80 % RH. In beiden Fällen ist von einer geringeren Interaktion von Raumluft (Sauerstoff oder 
Ozon) mit den Nanopartikeln auszugehen, da bei diesen Proben entweder die Sauerstoffkon-
zentration in der Luft geringer ist oder die Nanopartikel effektiver durch einen Wasserfilm 
abgeschirmt werden. Als Konsequenz und Kompromiss zwischen Präparationsaufwand und 
Signalintensität wurden die Proben der Messung der Reproduzierbarkeit so präpariert, dass 
direkt nach dem Auftropfen der Nanopartikelsuspension die Analyt-Lösung aufgetropft wurde 
und die Proben anschließend 15 min getrocknet wurden, um so nicht der starken Signalverän-
derung direkt nach dem Auftragen zu unterliegen (Abbildung 40 3 min bis 5 min) und prakti-
kable Zeitabstände für die Messungen zu haben.  
 
Abbildung 40 Messung einer Testpunkt-Probe über die ersten 10 min Trockenzeit. Signal-
intensitäten normiert auf die jeweilig maximale Fläche eines Messpunktes 
einer Messreihe. Rote Linie SERS-Signal von Ru(bipy)3 (V = 0,5 µL; c = 
10-4 M) direkt auf die Nanopartikelsuspension (V = 0,5 µL; AgNP-3; 50x 
kon.) aufgetropft und gemessen (GT = 1800 L mm-1; DZ = 30 s; 20 Mes-
sungen hintereinander). Ausgewertet wurde die SERS-Bande bei 1488 cm-1 
(1470 cm-1 bis 1505 cm-1; Untergrundkorrektur  Fläche bestimmt mit 
LabVIEW-Analyseprogramm & Origin). Blaue Linie Feuchtigkeitssignal in 
einem Bereich von 1333 cm-1 bis 1470 cm-1 ausgewertet (Untergrundkorrek-
tur  Fläche bestimmt mit LabVIEW-Analyseprogramm & Origin). 
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Ein anderer Einflussfaktor sind die eingesetzten Nanopartikel und deren Konzentration auf 
dem Papier. In Abbildung 41 A sind drei verschiedene Nanopartikeltypen mit ihren Signalin-
tensitäten aufgeführt. Alle sind auf das 50-fache ihrer Synthesekonzentration aufkonzentriert 
worden. Dabei zeigt sich, dass die AgNP-3-IV das stärkste Signal liefern. Die Goldnanoparti-
kel zeigen eine Signalintensität unter 15 % und die Kern-Schalen-Nanopartikel (Au@AgNP) 
zeigen ein Signal zwischen 40 % und 50 %. Werden die Aufkonzentrationen der Suspensionen 
verändert, so zeigen sich auch veränderte Signalintensitäten bei den Analyt-Messungen. Dabei 
ist bei Aufkonzentration aller Suspensionen ein Signalanstieg zu beobachten, jedoch immer 
nur bis zu einer gewissen Konzentration, wonach die Signalintensität wieder abfällt 
(Abbildung 41 B & C). Ab welcher Konzentration die Signalintensität abfällt, ist abhängig 
von den Nanopartikeln. Bei allen gemessenen Suspensionen (AuNP-2 oder Au@AgNP) ist 
die Signalintensität schwächer als bei AgNP-3-IV 50-fach konzentriert (Abbildung 41 B). 
Wenn aber dieselben Konzentrationen der Suspensionen eingesetzt werden, ergibt sich ein 
etwas anderes Bild. So zeigt AgNP-3-IV bei einer Konzentration von 2,5 1014 NP L-1 (AgNP-
3-IV 2,5-fach kon.) ein wesentlich geringeres Signal als die Kern-Schale-NP (Abbildung 41 
D). Bei 5 1014 NP L-1 (AgNP-3-IV 5-fach kon.) wurde eine ähnliche Intensität für AgNP-3-IV 
und Au@AgNP-III beobachtet, die wesentlich höher sind als die der AuNP-2-III Suspension 
bei gleicher Konzentration. Wurden die Konzentrationen weiter erhöht, so zeigte sich, dass 
das AgNP-3-IV Signal stärker wird als das Au@AgNP-IV Signal. Aus diesen Darstellungen 
ergeben sich folgende Schlussfolgerungen: Kugelförmige Goldnanopartikel der hier genutzten 
Größen zeigen immer wesentlich geringere Signale als die Suspensionen AgNP-3 und 
Au@AgNP. Dies wird auf den Unterschied zwischen Gold- und Silbernanopartikeln zurück-
geführt.[143] Des Weiteren zeigen die hier verwendeten Kern-Schale-NP an ihren maximalen 
Intensitäten ein geringeres Signal als die AgNP-3-IV bei ihrer maximalen Intensität. Damit 
geben größere Nanopartikel nicht automatisch ein intensiveres SERS-Signal auf Papier, wie 
es in Suspension aus der Literatur bekannt ist.[62, 152] Der Grund wird vermutlich in den 
unterschiedlichen Aggregaten der Suspensionen auf dem Papier begründet sein, die bei 
AgNP-3 bei höheren Konzentrationen zu der größten SERS-Verstärkung führen. Aufgrund 
der Ergebnisse dieser Untersuchungen wurden in den folgenden Experimenten AgNP-3 Sus-
pensionen in der Aufkonzentration 50-fach verwendet. 
Zusätzlich ist bei den Messungen mit unterschiedlichen Nanopartikelsuspensionen aufgefal-
len, dass die unterschiedlichen Nanopartikeltypen unterschiedliche Raman-Verschiebungen 
für die Ringatemschwingung von Adenin zeigen. Die reinen Goldnanopartikel zeigen ein Ma-
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ximum um die 737 cm-1, die reinen Silbernanopartikel zwischen 733 cm-1 und 734 cm-1 und 
Gold-Silber- Kern-Schale-NP zwischen 732 cm-1 und 733 cm-1. Die unterschiedlichen Ban-
denpositionen sind bei der Auswertung der Messungen zu beachten. 
 
Abbildung 41 Messung verschiedener Nanopartikeltypen (V = 0,5 µL) auf Testpunkten mit 
Adenin als Analyt (V = 0,5 µL; c = 10-4 M). Präparation nach der Standard-
methode und Messung am LMA (GT = 1800 L mm-1; DZ = 60 s). In allen 
vier Diagrammen sind die Intensitäten der Signale auf die Messung von 
AgNP-3-VI 50-fach konzentriert normiert und es sind jeweils die Signalin-
tensitäten gegen Proben verschiedener Nanopartikeltypen oder Aufkonzent-
rationen aufgetragen. A) verschiedene Baches der drei Nanopartikeltypen 
mit 50-facher Aufkonzentration, B) die drei Nanopartikeltypen in verschie-
denen Aufkonzentrationen, C) AgNP-3-VI mit logarithmischer Konzentrati-
onsachse NP L-1 und D) Vergleich von Nanopartikeltypen bei gleicher oder 
ähnlicher Nanopartikelkonzentrationder genutzten Suspensionen. Ausgewer-
tet wurde die SERS-Bande um 735 cm-1 (700 cm-1 bis 780 cm-1; Unter-
grundkorrektur  Fläche bestimmt mit LabVIEW-Analyseprogramm & 
Origin). 
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Im Kapitel Auftragung und Detektion wurde schon gezeigt, dass mit der Variation der Analyt-
Konzentration bei konstantem Analyt-Volumen eine Veränderung des SERS-Signals zu be-
obachten ist. Hier wurden nun die Auswirkungen der Volumenveränderung des Analyten bei 
konstanter Konzentration auf die Signalintensität betrachtet. Dazu wurden im Konzentrati-
onsbereich von 10-5 M bis 10-4 M und im Volumenbereich von 0,5 µL bis 5,0 µL Proben von 
Adenin gemessen. Abbildung 42 zeigt diese Messungen, dabei sind die grünen Messpunkte 
mit unterschiedlicher Konzentration und die roten mit unterschiedlichem Volumen gemessen 
worden, aber die Proben eines Paares enthalten immer dieselbe Stoffmenge des Analyten. Bei 
den absoluten Signalen wurde kein Unterschied beobachtet, je nachdem, ob die Konzentration 
oder das Probenvolumen verändert wurde. Einzig die gesamte Stoffmenge, die aufgebracht 
wurde, ist von Bedeutung für das SERS-Signal. Hier wurde eine Stoffmenge von 5 10-12 mol 
bis 5 10-11 mol betrachtet. Dabei muss beachtet werden, dass die hier angegeben Signalinten-
sitäten sich auf Testpunkte mit dem Durchmesser von 3 mm und AgNP-3 50x konzentriert 
beziehen. Bei ansonsten konstanten Bedingungen ist es somit die aufgetragene Stoffmenge 
pro Fläche Papier, die das Signal bestimmt. Das gleiche gilt aber nicht nur für die Analyt-
Stoffmenge, sondern auch für die Stoffmenge an Nanopartikeln, wie aus Abbildung 41 C er-
sichtlich ist. Als Standard wurde sich in beiden Fällen aufgrund der Präparationszeit auf je 
0,5 µL für die NP-Suspension und die Probenlösung beschränkt, da bei größeren Volumina 
längere Trockenzeiten benötigt werden. 
 
Abbildung 42 Messungen (LMA; GT = 1800 L mm-1; DZ = 60 s) von AD mit verschiede-
nen Konzentrationen (c = 1 10-5/ 2 10-5/ 3 10-5/ 24 10-5/ 7 10-5/ 1 10-4 M; V = 
0,5 µL; grüne Quadrate; Fehler sind die maximalen Abweichungen von den 
Mittelwerten) und verschiedenen Volumina (c = 1 10-5 M; V = 0,5/ 1,0/ 1,5/ 
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2,0/ 3,5/ 5,0 µL; rote Kreise; Fehler sind die maximalen Abweichungen von 
den Mittelwerten). Präpariert nach der Standardmethode für verschiedene 
Konzentrationen und bei verschiedenen Volumina Änderung des Analyt-
Volumens und der Analyt-Trockenzeit (t = 15/ 20/ 25/ 30/ 45/ 60 min). Die 
eingesetzten Stoffmengen sind n = 5 10-12/ 1 10-11/ 1,5 10-11/ 2 10-11/ 
3,5 10-11/ 5 10-11 mol. Ausgewertet wurde die SERS-Bande um 735 cm-1 
(700 cm-1 bis 780 cm-1; Untergrundkorrektur  Fläche bestimmt mit 
LabVIEW-Analyseprogramm & Origin). 
Ein weiterer Einflussfaktor ist der pH-Wert der Analyt-Probe. Dazu wurden drei pH-Werte 
(pH-Wert = ~1,5; ~6,0 & ~11,5) untersucht. Dabei zeigte sich für Adenin, dass sich die Positi-
on der SERS-Bande der Ringatemschwingung von niedrigen zu hohen pH-Werten von 
733 cm-1, über 737 cm-1 bis zu 743 cm-1 verschiebt (Abbildung 43). Eine Verschiebung der 
Ringatemschwingung ist auch aus der Literatur für gelöstes Adenin bekannt, wobei dort der 
Effekt wesentlich geringer ausfällt.[153] Die Verschiebung beruht auf der veränderten elekt-
ronischen Struktur (Lewis-Strukturen) bei den jeweiligen pH-Werten. Die Messungen bei pH 
1,5 zeigten starke Signalschwankungen und die Messungen bei pH 11,5 zeigten stark unter-
schiedliche Bandenformen. Daher ist es schwierig, eine Aussage zu treffen, wie stark der Ein-
fluss des pH-Werts auf die Signalintensität ist. Bei den hier gemessenen Proben zeigten die 
Mittelwerte der Messungen, dass bei pH 11,5 eine kleinere und bei pH 1,5 eine ähnliche Sig-
nalfläche des Peaks wie bei pH 6 beobachtet wurde. Da aber bei pH 6 (pH-Wert AD in Wasser 
gelöst) eine wesentlich stabilere SERS-Bande (Intensität und Form) beobachtet wurde, wurde 
dieser pH-Wert auch weiter verwendet. Dazu wurden die Analyten in Wasser gelöst, ohne 
Zugabe von Puffer, Säure oder Base. In der Literatur ist für andere Analyten bereits eine star-
ke pH-Wert-Abhängigkeit des SERS-Signals gezeigt worden.[60, 98, 101] 
In den bisherigen Experimenten und Betrachtungen wurden immer Nanopartikel mit einem 
negativen Zeta-Potenzial auf der Oberfläche betrachtet worden. Aber auch die Polarität der 
Nanopartikeloberfläche hat einen Einfluss auf das detektierende SERS-Signal eines Analyten. 
Dazu wurden drei Analyten mit unterschiedlicher Polarität auf negativ und positiv polarisier-
ten Silbernanopartikeln gemessen. Bei den Silbernanopartikeln handelt es sich um AgNP-3 
mit negativem Zeta-Potenzial und AgNP-4 mit positivem Zeta-Potenzial. Die NP mit einem 
positiven Zeta-Potenzial wurden durch Beschichtungen von AgNP-3 mit Polyethylenimin 
hergestellt. Die so hergestellten positiven Nanopartikel zeigen eine deutliche Verschiebung 
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Abbildung 43 Messungen (LMA; GT = 1800 L mm-1; DZ = 60 s) von AD bei verschiede-
nen pH-Werten (pH = 1,5  500µL AD 10-4 M + 2 µL HNO3 69%; pH = 6 
 AD in Wasser; pH = 11,5  500µL AD 10-4 M + 2 µL NaOH 1,1 M) auf 
Testpunkten. Präpariert mit 30 min Trockenzeit Suspension und 30 min Tro-
ckenzeit Analyt und 0,5 µL von Suspension und Analyt-Lösung. Ausgewer-
tet wurde die SERS-Bande der Ringatemschwingung von AD im Bereich 
von 700 cm-1 bis 780 cm-1 (Untergrundkorrektur  Fläche bestimmt mit 
LabVIEW-Analyseprogramm & Origin). 
des Zeta-Potenzials vom Negativen (≈ -34 mV) ins Positive (≈ +17 mV) und eine Zunah-
me des hydrodynamischen Radius von etwa 93 nm auf 157 nm, was auf eine Beschichtung 
der Nanopartikel mit Polymer hinweist. Zudem zeigen sich auf TEM-Bildern keine großenre-
levanten Veränderungen der Nanopartikel (Tabelle 7). Für den Vergleich der negativ und posi-
tiv geladenen Nanopartikel wurden drei Analyten bei verschieden Polymerkonzentrationen 
auf den Nanopartikeln gemessen (Abbildung 44). Der positiv geladene Analyt (Ru(bipy)3) 
zeigte kein Signal bei allen drei verwendeten Polymerkonzentrationen (Abbildung 44). Der 
näherungsweise neutrale Analyt (AD) zeigte bei allen drei Polymerkonzentrationen eine ge-
ringere Signalintensität im Vergleich zu den negativ polarisierten Nanopartikeln (35 % ± 7 %, 
Abbildung 44). Der negativ geladene Analyt (SRB) zeigte unterschiedliche Signalintensitäten 
bei den verschiedenen Polymerkonzentrationen (Abbildung 44). Die größte Signalintensität 
wurde bei einem Polymereinsatz von 600 µL beobachtet. Die Gründe für die veränderten Sig-
nalintensitäten sind die Anziehung und Abstoßung der Analyten zur Nanopartikeloberfläche, 
die veränderte Belegung der Oberfläche und die veränderte Umgebung auf der Nanoparti-
keloberfläche für die Analyten. Positive Analyten werden von positiv geladenen Nanoparti-
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keln (Oberflächenbeschichtung) abgestoßen und haben damit einen zu großen Abstand vom 
Nanopartikel, um ein SERS-Signal zu zeigen. Bei einem negativen Analyten ist es genau um-
gekehrt. Weitere Betrachtungen dazu finden sich in Kapitel 4.3.1.  
Zudem muss darauf hingewiesen werden, dass die positiv beschichteten Nanopartikel keine 
lange Haltbarkeit zeigen. Nach zwei Tagen zeigte sich bereits eine Signalabnahme von einem 
Drittel und nach zwei Wochen war die SERS-Signalintensität, die die Nanopartikel lieferten, 
auf unter 30 % abgefallen (Tabelle 9). Daher sollten die positiven Nanopartikelsuspensionen 
immer frisch für die SERS-Messungen präpariert werden.  
Zudem wurde auch bei diesen Messungen eine Verschiebung der Ringatemschwingung des 
Adenins beobachtet. Die positiven Nanopartikel zeigen eine Verschiebung zu kleineren Wel-
lenzahlen von 731 cm-1 bis 732 cm-1. Bei SRB wurde keine eindeutige Verschiebung der aus-
gewerteten Bande beobachtet. 
 
Abbildung 44 Messungen (LMA; GT = 1800 L mm-1; DZ = 60 s) von AD, SRB und 
Ru(bipy)3 mit negativ (AgNP-3) und positiv (AgNP-4) polarisierten Nano-
partikeln. Präparation der Proben nach Standardmethode mit einer Analyt-
Konzentration von 10-4 M. Ausgewertet wurde für jeden Analyten je eine 
SERS-Bande, für AD bei 735 cm-1 (700 cm-1 bis 780 cm-1), für SRB bei 
1280 cm-1 (1260 cm-1 bis 1298 cm-1) und für Ru(bipy)3 bei 1488 cm
-1 
(1469 cm-1 bis 1504 cm-1; Untergrundkorrektur  Fläche bestimmt mit 
LabVIEW-SERS-Tool & Origin). Die Signalflächen sind jeweils auf eine 
Messung des jeweiligen Analyten mit AgNP-3-VI normiert.  
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Tabelle 9 Messung (LMA; GT = 1800 L mm-1; DZ = 60 s) von AD und SRB auf posi-
tiven Nanopartikeln (AgNP-4-II) an verschiedenen Tagen. Präparation nach 
Standardmethode mit einer Analyt-Konzentration von 10-4 M. Ausgewertet 
wurde für jeden Analyten je eine SERS-Bande, für AD bei 735 cm-1 
(700 cm-1 bis 780 cm-1) und für SRB bei 1280 cm-1 (1260 cm-1 bis 
1298 cm-1; Untergrundkorrektur  Fläche bestimmt mit LabVIEW-SERS-
Tool & Origin). Die Signalflächen sind jeweils auf die Messung des Analy-
ten am ersten Tag normiert. 
Zeit 
AD Signalintensi-
tät 
SRB Signalintensi-
tät 
[Tage] [%] [%] 
1 100 100 
2 -- 66 
14 26 19 
Der letzte Einflussfaktor, der hier betrachtet wird, ist die Reihenfolge, in der die Nanopartikel 
und der Analyt aufgetragen wurden. Wurde die Reihenfolge zur Standardmethode vertauscht, 
wurden bei Adenin nur etwa 60 % des Signals beobachtet (Tabelle 10). Bei den Testpunkt-
Proben wurde immer die Reihenfolge der Standardmethode eingehalten. Bei den Messungen 
der µPADs wurde aufgrund der Präparation die Reihenfolge zum Teil vertauscht, wodurch 
vermutlich Signalunterschiede aufgrund der Auftragungsreihenfolge entstanden sind. 
Tabelle 10 Messungen (LMA; GT = 1800 L mm-1; DZ = 60 s) von Adenin (c = 10-4 M) 
an einem Tag. Präparation nach Standardmethode und mit vertauschter Auf-
tragungsreihenfolge. Ausgewertet wurde die SERS-Bande bei 735 cm-1 
(700 cm-1 bis 780 cm-1; Untergrundkorrektur  Fläche bestimmt mit 
LabVIEW-SERS-Tool & Origin). Die Signalflächen wurden auf die Mes-
sung der Standartmethode normiert. 
Reihenfolge 
Signal 
[%] 
Raman-
Verschiebung 
[cm-1] 
NP-Analyt 100 734 
Analyt-NP 62 734 
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4.2.3 Analyten für die Messungen zur Reproduzierbarkeit und das Modellsystem 
Drei Analyten wurden für die im nächsten Kapitel beschriebenen Messungen zur Reprodu-
zierbarkeit und als Modellsystem für die µPADs verwendet. Hier werden einige Randdaten 
dieser Analyten aufgeführt. Bei den Analyten handelt es sich um Adenin(= AD), Tris(2,2′-
bipyridyl)dichlororuthenium(II) (= Ru(bipy)3) und Sulforhodamin B (= SRB; Abbildung 
45 D). Die Zusammenstellung dieser drei Analyten beruht darauf, dass ein nicht-
fluoreszierender und neutraler Analyt in einer Mischung von geladenen und fluoreszierenden 
Analyten nachgewiesen werden soll. Alle drei Stoffe haben einen unterschiedlichen Ladungs-
zustand, Ru(bipy)3 ist positiv, AD neutral und SRB negativ. Somit sind beide Ladungsvarian-
ten im Vergleich zu Adenin abgedeckt.  
Die Absorptionsspektren von allen drei Analyten zeigen eine starke Überlagerung der Absorp-
tion im Bereich zwischen 200 nm und 450 nm (Abbildung 45 A-C). Daher können sie dort 
nicht gut identifiziert oder quantifiziert werden. Einzig SRB zeigt eine separate Absorptions-
bande im Bereich von 450 nm bis 600 nm.  
Über die Fluoreszenz könnten Ru(bipy)3 und SRB nachgewiesen werden, aber eine Quantifi-
zierung wäre auch hier schwierig. Die Emissionen der beiden verwendeten Farbstoffe sind in 
den Bereichen von ca. 550 nm bis über den Messbreich bei 800 nm hinaus für Ru(bipy)3 und 
von ca. 550 nm bis 750 nm für SRB (Abbildung 45 B-C). Zudem könnte AD über die Fluo-
reszenz gar nicht detektiert werden. 
Hingegen zeigen alle drei Analyten gut definierte Raman-Spektren (Abbildung 46 A – C je 
oberes Spektrum), die in guter Übereinstimmung mit der Literatur sind.[63, 101, 154] Die 
gemessenen SERS-Spektren in Suspension (Abbildung 46 A – C untere Spektren) mit 
AgNP-3 zeigen für AD und Ru(bipy)3 relativ ähnliche Bandenpositionen wie die Raman-
Spektren. Die Abweichung bei den Bandenpositionen entstehen durch den Einfluss des SERS-
Effektes, der auch zu einer Veränderung der relativen Raman-Signal-Intensitäten des Analyten 
führen kann. Für die weiteren Analysen wurden verschiedene Banden in den Spektren ausge-
wählt., bei AD die Bande 736 cm-1 (Ringatemschwingung) und für Ru(bipy)3 die Banden 
1046 cm-1, 1321 cm-1 und 1491 cm-1(Abbildung 46 A & B untere Spektren). Für SRB wurde 
unter den SERS-Bedingungen in Suspension ein Spektrum beobachtet, welches sich in den 
Bandenpositionen stark vom Raman-Spektrum unterscheidet. Daher ist hier noch zum Ver-
gleich ein SERS-Spektrum von einer Testpunkt-Messung auf Papier mit aufgeführt, welches 
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relativ ähnliche Banden zum Raman-Spektrum zeigt und in guter Übereinstimmung mit der 
Literatur ist.[101] Warum das Suspensionsspektrum bei SRB ein stark verändertes Spektrum 
zeigt wurde nicht weiter untersucht, da sich diese Arbeit auf Messungen auf Papieren kon-
zentriert. Daher wurden die zu analysierenden Banden für SRB im SERS-Spektrum der Test-
punkt-Probe bestimmt. Die genutzten Banden sind 1280 cm-1 und 1649 cm-1. Eine Übersicht 
von Raman- und SERS-Banden der Analyten in Pulverform, in SERS-Suspensionen und auf 
Testpunkten ist in Tabelle 11 aufgeführt. 
 
Abbildung 45 A) bis C) zeigen die normierten Absorptions- (rote Linien) und Emissions-
spektren (grüne Linien) von den drei Analyten (A = AD; B = Ru(bipy)3; C = 
SRB). Gemessen in Wasser bei einer Konzentration von 10-5 M und nor-
miert auf den Maximalwert eines Spektrums im gemessen Bereich. Die drei 
vertikalen Linien in den Spektren sind die genutzten Laserwellenlängen 
(grün = 532 nm; rot = 633 nm; pink = 785 nm). D) sind die Strukturformeln 
der drei Analyten jeweils neben ihren Spektren mit ihren Abkürzungen. 
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Abbildung 46 A) bis C) Spekten der Analyt-Pulver (A = AD; B = Ru(bipy)3; C = SRB, 
obere Spektren) und Analyten in Nanopartikelsuspension (untere Spektren) 
auf einem Objektträger am LabRAM-Raman-Mikroskop gemessen. Präpa-
ration der SERS-Suspensionen: 490µL Nanopartikelsuspension (AgNP-3) 
wurden mit 5 µL Natriumchlorid-Lösung (c = 1 M) und dann mit 5 µL Ana-
lyt-Lösung (c = 10-4 M) versetzt, was eine Endanalytkonzentration von 
10-6 M ergabt. Die Messparameter für die einzelnen Analyt-Pulver sind: AD; 
LWL = 633 nm; OB = 10x; GT = 300 L mm-1; LAS = 0 %; DZ = 1 s; 
SPM = 10/ Ru(bipy)3; LWL = 785 nm; OB = 10x; GT = 300 L mm
-1; LAS = 
0 %; DZ = 0,4 s; SPM = 50/ SRB; LWL = 633 nm; OB = 10x; GT = 
300 L mm-1; LAS = 90 %; DZ = 0,5 s; SPM = 100. Die Messparameter für 
alle drei SERS-Suspensionen sind: LWL = 633 nm; OB = 60x Immersions-
objektiv; GT = 300 L mm-1; LAS = 0 %; DZ = 1 s; SPM = 10. Testpunkt 
präpariert mit AgNP-3 (V = 0,5 µL; 50-fach konzentriert; 30 min trocknen) 
und SRB-Lösung (V = 0,5 µL; c = 2,5 10-3 M; mindestens 30 min trocknen). 
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Messparameter für Testpunkte sind: LWL = 633 nm; OB = 10x; GT = 
300 L mm-1; LAS = 90 %; DZ = 0,2 s; SPM = 50. Alle Spektren wurden 
Untergrund-korrigiert (Origin  Abzug einer konstanten Linie) und auf das 
maximale Signal im Messbereich normiert. Ausnahme SRB Pulver-
Spektrum Untergrundkorrektur (Origin  Asymmetrische Glättung der 
kleinsten Quadrate / AsLS). 
Tabelle 11 Raman- und SERS-Banden von AD, Ru(bipy)3 und SRB gemessen von Pul-
ver- und SERS-Suspensionen und auf Testpunkten (Auswertung der Spek-
tren aus Abbildung 46 und Abbildung 47). 
Raman-Verschiebung [cm-1] 
AD Ru(bipy)3 SRB 
Raman-
Pulver 
SERS- 
Suspension 
SERS- 
Testpunkt 
Raman-
Pulver 
SERS- 
Suspension 
SERS- 
Testpunkt 
Raman-
Pulver 
SERS- 
Suspension 
SERS- 
Testpunkt 
331  325 373 382 378  --- 393 
624  625 644    --- 446 
724 736 732 658  664  --- 618 
944   766 770 764  --- 732 
1028   1026    --- 1203 
1127  1124 1042 1046 1040 1285 --- 1282 
1252   1178 1177 1169 1359 --- 1358 
1335 1343 1327 1276 1276 1271  --- 1435 
1374 1368 1367 1321 1321 1315 1512 --- 1509 
1465  1455 1488 1491 1485 1525 --- 1526 
1599   1560 1562 1557  --- 1593 
1616 1620  1604 1605 1600 1652 --- 1649 
Zur Überprüfung, ob es sich bei den Messungen der Analyten auf Testpunkten auf Papier um 
SERS-Signale oder vielleicht um resonante Raman-Signale handelt, wurden Testpunkte mit 
und ohne Nanopartikelbeschichtung hergestellt und mit den gleichen Analyt-Lösungen be-
tropft. Wie aus Abbildung 47 gut ersichtlich wird, handelt es sich bei allen drei Analyten um 
SERS-Signale. Bei den Testpunkten ohne Nanopartikel konnte kein Analyt-Signal identifiziert 
werden. SRB zeigt im Vergleich zu den anderen Analyten ein kleineres Verhältnis von SERS-
Signal zu Untergrund. Dies ist auf die sehr hohe Konzentration von SRB und das relativ star-
ke Fluoreszenz-Signal bei der genutzten Laserwellenlänge zurückzuführen.  
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Abbildung 47 Spektren von den drei Analyten (A = AD; B = Ru(bipy)3; C = SRB) auf 
Testpunkten mit (rote Linien) und ohne Nanopartikelsuspension (blau ge-
punktete Linien). Die mit Nanopartikel beschichteten Testpunkte sind nach 
der Standardmethode hergestellt und bei denen ohne Nanopartikel wurde 
einfach nur der Schritt mit der Nanopartikelbeschichtung weggelassen. Die 
Konzentrationen der Analyt-Lösungen sind AD 1 10-3 M und Ru(bipy)3 und 
SRB je 2,4 10-3 M. Gemessen wurde am LabRAM-Raman-Mikroskop mit 
denselben Parametern für mit und ohne Nanopartikel: AD; LWL = 633 nm; 
OB = 10x; GT = 300 L mm-1; LAS = 0 %; DZ = 1 s; SPM = 10/ Ru(bipy)3 
selbe wie AD bloß DZ = 0,5 s/ SRB; LWL = 633 nm; OB = 10x; GT = 
300 L mm-1; LAS = 90 %; DZ = 0,4 s; SPM = 20. Alle Spektren sind auf das 
maximale Signal beider Messungen eines Analyten im Messbereich nor-
miert. 
Aufgrund der Schwierigkeiten der Messung von SRB wurden SERS-Spektren der Analyten 
bei anderen Anregungswellenlängen aufgenommen. Die Analyten wurden in der gleichen 
Konzentration und bei den gleichen Messbedingungen bei den drei Wellenlängen 532, 633 
und 785  nm gemessen und sind in Abbildung 48 dargestellt. Bei 532 nm zeigen sowohl SRB 
als auch Ru(bipy)3 eine sehr starke Fluoreszenz (Abbildung 48 A). SRB sättigt sogar den De-
tektor bei den vergleichenden Einstellungen und selbst bei veränderten Einstellungen kann 
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zwar die Fluoreszenbande bestimmt werden, aber kein SERS-Signal von SRB identifiziert 
werden. Bei der größeren Wellenlänge von 785 nm wurden für alle drei Stoffe schwächere 
SERS-Signale beobachtet. Da die drei Analyten bei einer Anregungswellenlänge von 633 nm 
die am besten zu analysierenden SERS-Signale zeigen, wurde diese Wellenlänge für die wei-
teren Untersuchungen ausgewählt und auch für den Labormessaufbau verwendet.  
 
Abbildung 48 A) bis C) SERS-Spektren der drei Analyten bei verschiedenen Anregungs-
wellenlängen. Die Präparation der Proben ist nach der Standardmethode und 
die Konzentration der Analyten ist 1 10-4 M. Gemessen wurde am 
LabRAM-Raman-Mikroskop und die Messparameter sind für alle drei Ana-
lyten und Wellenlängen gleich: LWL = 532/ 633/ 785 nm; OB = 10x; GT = 
300 L mm-1; LAS = 99 %; DZ = 2 s; SPM = 10. D) ist dasselbe wie A) aber 
veränderte Messparameter: LWL = 532 nm; OB = 10x; GT = 300 L mm-1; 
LAS = 99,99 %; DZ = 0,5 s; SPM = 20. 
 97 
 
4.2.4 Reproduzierbarkeit von SERS-Messungen auf Testpunkten 
Mit den drei besprochenen Analyten wurde die Reproduzierbarkeit der SERS-Messungen auf 
Testpunkten auf Papier überprüft. Dazu wurden alle drei Analyten bei den Konzentrationen 
von 10-4 M und 10-5 M über einen längeren Zeitraum von ca. einem halben Jahr an verschie-
denen Tagen und mit verschiedenen Nanopartikelansätzen gemessen.  
In der Tabelle 12 sind die relativen Standardabweichungen (RSD) der Messungen der drei 
Analyten über einen Zeitraum von 78 Tagen aufgeführt. Die Messungen wurden mit zwei 
Nanopartikelansätzen und für AD mit drei, Ru(bipy)3 mit zwei und SRB mit einem Analyt-
Ansatz gemessen. Die mittlere RSD über diesen Zeitraum über alle Messungen liegt bei ge-
rundeten 16 %. Weiter ist zu erkennen, dass die RSD für die Konzentration 10-4 M immer 
geringer ist als die bei 10-5 M. Dies liegt vermutlich daran weil bei 10-5 M geringste Konzent-
rationsänderungen zu starken Signaländerungen führen, was zu größeren Schwankungen im 
gemessen Signal führen kann. Für SRB wurde eine RSD von bis zu 24 % im betrachteten 
Zeitraum beobachtet. Des Weiteren wurden Abweichungen von Einzelmessungen zum Mit-
telwert von bis zu 69 % beobachtet. Daher sollte immer bei den Messungen über mehrere 
Werte gemittelt werden. Bei den meisten Messungen wurde daher der Mittelwert aus vier oder 
sechs Proben bestimmt und mit diesem weiter gearbeitet.  
Tabelle 12 RSD und die Unterschiede zu den maximalen und minimalen gemessen 
Signalen der Flächen der angegebenen SERS-Banden von Einzelmessungen 
über einen Zeitraum von 78 Tagen. Dabei ist in der Spalte Tag die Anzahl 
der Messtage angegeben. Gemessen wurden zwei Konzentrationen 10-4 M 
und 10-5 M. In dem angegeben Zeitraum herrschten relativ konstante Bedin-
gungen an den Messtagen von T = 22,7 °C ± 0,2 °C (max. delta-T = 0,8 °C) 
und von RH = 25,0 % ± 2,1 % (max. delta-RH = 9,0 %). 
 
RSD Fläche [%] Fläche MAX [%] Fläche MIN [%] 
Tage 
Analyt Konzentration 10-4 M 10-5 M 10-4 M 10-5 M 10-4 M 10-5 M 
AD (734 cm-1) 6 21 15 47 -13 -58 14 
RuBiPy (1041 cm-1) 12 18 18 39 -31 -45 12 
RuBiPy (1316 cm-1) 10 15 15 43 -25 -39 12 
RuBiPy (1487 cm-1) 10 12 19 20 -25 -35 12 
SRB (1279 cm-1) 21 22 37 66 -35 -35 11 
SRB (1649 cm-1) 20 24 37 69 -35 -36 11 
Mittelwert je Konzentration 13 19 24 47 -27 -41 
 Mittelwert über alle 16 35 -34 
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In Tabelle 12 sind die Daten für etwa 2,5 Monate angegeben. Für einen Zeitraum von ca. sie-
ben Monaten sind die Daten in den nachfolgenden Diagrammen für AD (Abbildung 49); 
Ru(bipy)3 (Abbildung 50) und SRB (Abbildung 51) dargestellt. Dabei zeigt sich vor allem bei 
AD und SRB, dass die Mittelwerte der Signalflächen sich mit verschiedenen Nanopartikelan-
sätzen auch stark verändern können. In den hier betrachteten Zeitbereichen zeigt sich eine 
Signalabnahme von bis zu 27 % bei AD (10-4 M; Unterschied Verhältnis vom Zeitraum 
21.04.-04.08.2017 zu 03.01.-21.03.2017). Dies wird auch von Messungen die jeweils an ei-
nem Tag mit verschieden Nanopartikelansätzen gemacht werden unterstützt. Die Messungen 
vom 26.06.2017 und 28.07.2017 zeigen, dass für die Ansätze AgNP-3-V bis VIII. Dabei be-
trägt der jeweilige Unterschied z.B. zwischen Ansätzen AgNP-3-V und VI an beiden Tagen 
etwa 23 % Signalintensität für AD. In den Intensitäten der Spektren kann wiederum der Ein-
fluss der Luftfeuchtigkeit beobachtet werden. So war am 28.07.2017 die RH um etwa 10 % 
höher als am 26.06.2017 und die Signalintensitäten von AgNP-3-V und VI von diesen Tagen 
zeigen einen Anstieg des SERS-Signals von ca. 11 %. Wobei hier nicht von einer 1 zu 1 Kor-
relation ausgegangen werden sollte. Weiter zeigt sich ein Problem mit AD als Standard-
Analyt, da sich AD mit der Zeit in Lösung zersetzt oder umwandelt, selbst bei Lagerung im 
Kühlschrank. Daher sollten AD-Lösungen ausgehend von den hier gezeigten Daten nicht län-
ger als ca. einen Monat verwendet werden. 
Ru(bipy)3 zeigt aus der Tabelle 12 und Abbildung 50 die kleinsten RSD für 10
-5
 M und bei 
den Messungen über die sieben Monate zeigt es zudem die kleinsten Abweichungen der Mit-
telwerte zwischen den beiden Zeiträumen. Daher sollten Ru(bipy)3 und AD für zukünftige 
Arbeiten als Referenz genutzt werden, da Ru(bipy)3 ein stabiler Analyt ist, der ein relativ 
stabiles Signal liefert und mit AD sehr gut Veränderungen oder Unterschiede z.B. in Nanopar-
tikelansätzen angezeigt werden können. 
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Abbildung 49 Messungen von AD bei zwei Konzentrationen im Zeitraum vom 03.01.2017 
bis 04.08.2017. Dargestellt sind die Mittelwerte der Flächen des Peaks bei 
734 cm-1 (Bereich 700 cm-1 bis 780 cm-1) aus jeweils vier oder sechs Ein-
zelmessungen. Die Fehlerbalken sind die maximalen Abweichungen zum 
jeweiligen Mittelwert. Die roten Quadrate stehen für Messungen von 10-4 M 
und die blauen Kreise für Messungen von 10-5 M. Die lila und rosa Symbole 
sind von Messungen einer zweiten Person. Die bestimmten Mittelwerte, 
Standardabweichungen und maximalen/minimalen Signale sind jeweils für 
den angegebenen Zeitbereich aus allen farblich entsprechend gekennzeich-
neten Messungen berechnet worden. Gemessen wurden Testpunkte am 
LMA (GT = 1800 L mm-1) und präpariert nach der Standardmethode 
(AgNP-3). 
 
Abbildung 50 Messungen von Ru(bipy)3 bei zwei Konzentrationen im Zeitraum vom 
04.01.2017 bis 04.08.2017. Dargestellt sind die Mittelwerte der Flächen des 
Peaks bei 1041 cm-1 (Bereich 1029 cm-1 bis 1054 cm-1) aus jeweils vier oder 
sechs Einzelmessungen. Die Fehlerbalken sind die maximalen Abweichun-
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gen zum jeweiligen Mittelwert. Die roten Quadrate stehen für Messungen 
bei 10-4 M und die blauen Kreise für Messungen bei 10-5 M. Die bestimmten 
Mittelwerte, Standardabweichungen und maximalen/minimalen Signale sind 
jeweils für den angegeben Zeitbereich aus allen farblich entsprechend ge-
kennzeichneten Messungen berechnet worden. Gemessen wurden Testpunk-
te am LMA (GT = 1800 L mm-1) und präpariert nach der Standardmethode 
(AgNP-3). 
SRB ist hingegen ungeeignet für Überprüfungen der Reproduzierbarkeit von SERS-
Messungen, weil es ein stark schwankendes Signal zeigt. Dies ist vermutlich auf die geringere 
Affinität des Analyten (Tabelle 13) zu den hier verwendeten Nanopartikeln zurückzuführen.  
 
Abbildung 51 Messungen von SRB bei zwei Konzentrationen im Zeitraum vom 
05.01.2017 bis 04.08.2017. Dargestellt sind die Mittelwerte der Flächen des 
Peaks bei 1278 cm-1 (Bereich 1260 cm-1 bis 1297 cm-1) aus jeweils vier oder 
sechs Einzelmessungen. Die Fehlerbalken sind die maximalen Abweichun-
gen zum jeweiligen Mittelwert. Die roten Quadrate stehen für Messungen 
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bei 10-4 M und die blauen Kreise für Messungen bei 10-5 M. Die bestimmten 
Mittelwerte, Standardabweichungen und maximalen/minimalen Signale sind 
jeweils für den angegeben Zeitbereich aus allen entsprechend farblich ge-
kennzeichneten Messungen berechnet worden. Gemessen wurden Testpunk-
te am LMA (GT = 1800 L mm-1) und präpariert nach der Standardmethode 
(AgNP-3). 
Für die Überprüfung des Einfluss der Durchführung der Messung durch verschiedene Perso-
nen, sind im nachfolgenden Diagramm Vergleichsmessungen von fünf Personen aufgeführt 
(Abbildung 52). Die Messungen wurden alle an ein und demselben Tag nacheinander durch-
geführt, wobei es sich bei Person 1 und 6 um Messungen von mir handelt, um zu prüfen ob 
eine Veränderung im Laufe des Tages zu beobachten ist. Bei den Personen 2 bis 5 handelt es 
sich um Gruppenmittglieder des Fachbereiches. Sie haben diese Messungen an diesem Tag 
nach einer Erklärung der Vorgehensweise einmalig getestet. Die Messungen zeigen zwei 
Punkte, zum einen großen Signalunterschied der Mittelwerte zwischen den Personen und zum 
anderen zeigen die Messungen bei den Personen 3 bis 5 meist einen höheren maximalen Feh-
ler als bei meinen Messungen. Ausnahme ist Person zwei, welche ähnliche Messergebnisse 
und Fehlerbereiche erzielte. Beide Punkte lassen sich darauf zurückzuführen, dass die Präpa-
ration einer gewissen Routine bedarf, die meist erst bei mehrfacher Ausführung der Präparati-
on erreicht wird. Dies zeigt sich auch bei den Messungen zur Reproduzierbarkeit einer zwei-
ten Person in Abbildung 49, die hier beobachteten Messdaten passen zu den von mir gemes-
sen Daten. Die Probenpräparation sollte daher vor signifikanten Messungen geübt werden, um 
eine gewisse Routine zu bekommen und so stabilere Messergebnisse zu erhalten. 
Ausgehend von den wiederholten Messungen über einen längeren Zeitraum und den Messun-
gen von verschiedenen Personen stellt sich die Frage, wo die größten Fehlerbeiträge in den 
Messungen liegen. Zur näheren Betrachtung der einzelnen Beiträge zum Fehler, wurde die 
relative Unsicherheit (englisch: relative uncertainty = RU) bei der Messung von AD bei 
10-4 M und 10-5 M bestimmt. Dabei wurde von Messungen ausgegangen, die mit der Stan-
dardmethode und ansonsten konstanten Umgebungsbedingungen (z.B. RH), einem Nanopar-
tikelansatz und einer konstanten Konzentration an Nanopartikeln in Suspension durchgeführt 
wurden (Stabilität und Aufkonzentration). Weiter wurde von der Langmuir-Isothermen (Gl. 
31) als Modell für die Bestimmung der relativen Unsicherheit ausgegangen. Da in diese Glei-
chung und in den Gleichungen zur Berechnung der Parameter vorwiegend Multiplikative- und 
Quotienten-Gleichungen vorkommen kann hier die relativen Unsicherheit als Summe über die  
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Abbildung 52 Messung von AD von fünf verschiedenen Personen. Bei Person 1 und 6 
handelt es sich um Messungen von mir selbst und Personen 2 bis 5 sind die 
Probanden. Bestimmt wurde die Fläche der SERS-Bande 733 cm-1 (Bereich 
700 cm-1 bis 780 cm-1). Jeder Messpunkt ist der Mittelwert von vier Einzel-
messungen und der angegebene Fehler ist die maximale Abweichung vom 
Mittelwert. Die Linien für Mittelwerte, Standardabweichungen und maxi-
malen/minimalen Abweichungen stammen aus den Messungen zur Repro-
duzierbarkeit von AD im Zeitbereich 03.01.-21.03.2017. Gemessen wurden 
Testpunkte am LMA (GT = 1800 L mm-1) und präpariert nach der Stan-
dardmethode (AgNP-3). 
Quadrate der relativen Unsicherheiten bestimmt wurden. Die gesamte relative Unsicherheit 
setzt sich aus der Präparation der Analyt-Probe (A), der Herstellung der Testpunkte ohne Na-
nopartikelbeschichtung (B), dem Aufbringen der Nanopartikelsuspension und der Analyt-
Lösung (C) und der Signalstabilität des Messsystems (D) zusammen.  
A. Präparation der Analyt-Lösung: 
Einwaage von 3,33 mg ± 0,01 mg AD Pulver in einem Glasgefäß. 
𝑢𝑟𝑒𝑙
𝑚 2 = (0,3 %)2 = 0,1 %2 
Lösen der Einwaage mit zwei mal 5 mL Wasser (Eppendorf Research plus verstellbar 
0,5 mL – 5,0 mL ± 38 µL). 
𝑢𝑟𝑒𝑙
𝑤 2 = 𝑢𝑟𝑒𝑙
𝑤12 + 𝑢𝑟𝑒𝑙
𝑤22 = (0,8 %)2 + (0,8 %)2 = 1,3 %2  
Verdünnung der Analyt-Lösungen (va1 = Eppendorf Research plus verstellbar 0,1 mL 
– 1,0 mL ± 6 µL or va2&3 Eppendorf Research plus verstellbar 10 µL – 100 µL 
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± 1 µL) in zwei oder drei Schritten mit Wasser (vw1 oder vw2&3 Eppendorf Research 
plus verstellbar 0,1 mL – 1,0 mL ± 6 µL oder ± 8 µL) auf 10-4 M (𝑢𝑟𝑒𝑙
𝑝𝑟ä−42
) und 10-5 M 
(𝑢𝑟𝑒𝑙
𝑝𝑟ä−52
). 
𝑢𝑟𝑒𝑙
𝑣𝑎1 = 1,5 % (410 µ𝐿)  𝑢𝑟𝑒𝑙
𝑣𝑎2 = 1,0 % (100 µ𝐿)  𝑢𝑟𝑒𝑙
𝑣𝑎3 =
1,0 % (100 µ𝐿) 
𝑢𝑟𝑒𝑙
𝑣𝑤1 = 1,0 % (590 µ𝐿)  𝑢𝑟𝑒𝑙
𝑣𝑤2 = 0,9 % (900 µ𝐿)  𝑢𝑟𝑒𝑙
𝑣𝑤3 =
0,9 % (900 µ𝐿) 
 
𝑢𝑟𝑒𝑙
𝑝𝑟ä−42 = 𝑢𝑟𝑒𝑙
𝑚 2 + 𝑢𝑟𝑒𝑙
𝑤 2 + 𝑢𝑟𝑒𝑙
𝑣𝑎12 + 𝑢𝑟𝑒𝑙
𝑣𝑠12 + 𝑢𝑟𝑒𝑙
𝑣𝑎22 + 𝑢𝑟𝑒𝑙
𝑣𝑠22 
𝑢𝑟𝑒𝑙
𝑝𝑟ä−42 = 6,5 %2 
𝑢𝑟𝑒𝑙
𝑝𝑟ä−52 = 𝑢𝑟𝑒𝑙
𝑚 2 + 𝑢𝑟𝑒𝑙
𝑤 2 + 𝑢𝑟𝑒𝑙
𝑣𝑎12 + 𝑢𝑟𝑒𝑙
𝑣𝑠12 + 𝑢𝑟𝑒𝑙
𝑣𝑎22 + 𝑢𝑟𝑒𝑙
𝑣𝑠22 + 𝑢𝑟𝑒𝑙
𝑣𝑎32 + 𝑢𝑟𝑒𝑙
𝑣𝑠32 
𝑢𝑟𝑒𝑙
𝑝𝑟ä−52 = 8,3 %2 
 
B. Herstellung der Testpunkte: 
Zur Bestimmung der Unterschiede in den Durchmessern bei der Herstellung von Test-
punkten sind von 20 Proben die Durchmesser bestimmt worden. Alle Proben wurden 
bei einer Temperatur von 110 °C und einer Erwärmungszeit von 3 min hergestellt. Es 
sind fünf verschiedene Größen von 2 mm bis 4 mm Durchmesser mit je vier Proben 
vermessen worden. Es wurde die relative Standartabweichung für jede Größe be-
stimmt und von diesen fünf Werten der Mittelwert gebildet. 
𝑢𝑟𝑒𝑙
𝑍𝑜𝑛𝑒2 = (4,2 %)2 = 17,6 %2 
 
C. Auftragung der Nanopartikelsuspension und Analyt-Lösung: 
Die Auftragung der Nanopartikelsuspension (𝑢𝑟𝑒𝑙
𝑁𝑃2) und Analyt-Lösung (𝑢𝑟𝑒𝑙
𝐴𝑁2) auf 
den Testpunkten erfolgt mit einer Pipette (Eppendorf Research plus verstellbar 0,1 µL 
– 2,5 µL ± 0,065 µL). Es werden jeweils 0,5 µL aufgetragen. 
 
𝑢𝑟𝑒𝑙
𝑁𝑃2 = (13,0 %)2 = 169,0 %2 
 
𝑢𝑟𝑒𝑙
𝐴𝑁2 = (13,0 %)2 = 169,0 %2 
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D. Signalstabilität des Messsystems: 
Die Reproduzierbarkeit des Raman-Messsignals mit dem gegebenen Messaufbau wur-
de über die Messung von einem Siliziumwafer über die 14 Messtage von AD in Tabel-
le 12 bestimmt. Es wurde die RSD für die Fläche der Bande bei 520 cm-1 bestimmt. 
𝑢𝑟𝑒𝑙
𝑆𝐼 2 = (6,3 %)2 = 39,7 %2 
 
Aus den einzelnen quadratischen RU ergeben sich jeweils für die beiden Konzentrationen 
(10-4 M = 𝑢𝑟𝑒𝑙
𝑠𝑖𝑔𝑛𝑎𝑙−4
 und 10-5 M = 𝑢𝑟𝑒𝑙
𝑠𝑖𝑔𝑛𝑎𝑙−5
) durch Summation die folgenden Werte für 
die gesamte RU. 
𝑢𝑟𝑒𝑙
𝑠𝑖𝑔𝑛𝑎𝑙 = √𝑢𝑟𝑒𝑙
𝑝𝑟ä2 + 𝑢𝑟𝑒𝑙
𝑍𝑜𝑛𝑒2 + 𝑢𝑟𝑒𝑙
𝑁𝑃2 + 𝑢𝑟𝑒𝑙
𝐴𝑁2 + 𝑢𝑟𝑒𝑙
𝑆𝐼 2 
𝑢𝑟𝑒𝑙
𝑠𝑖𝑔𝑛𝑎𝑙 = √6.5 %2 (𝑜𝑟 8.3 %2) + 17.6 %2 + 169.0 %2 + 169.0 %2 + 39,7 %2 
𝑢𝑟𝑒𝑙
𝑠𝑖𝑔𝑛𝑎𝑙−4 = 20 % 
𝑢𝑟𝑒𝑙
𝑠𝑖𝑔𝑛𝑎𝑙−5 = 20 % 
Die Werte für beide Konzentrationen liegen bei einer relativen Unsicherheit von 20 % und 
stimmen damit gut mit der bestimmten mittleren RSD von 16 % in Tabelle 12 über ein. Dies 
bedeutet, dass unter den gesetzten Bedingungen alle relevanten normalen Fehlerquellen mit 
einbezogen sind. Die einzelnen Beiträge zeigen ganz deutlich zwei Punkte, die die größten 
Beiträge zu den relativen Unsicherheiten liefern. Diese sind das Auftropfen der Nanopartikel-
suspension und Analyt-Lösung auf die Testpunkte. Diese beiden Punkte machen ca. 90 % der 
gesamten relativen Unsicherheit der Messung aus. Damit ist die Auftragung bei ansonsten 
konstanten Bedingungen der entscheidende Faktor um eine geringere RSD bei den Messun-
gen zu bekommen. 
Damit kann hier festgehalten werden, dass über einen gewissen Zeitraum stabile Messungen 
mit einer Fehlertoleranz von ca. 20 % möglich sind, aber nur wenn konstante Präparationsbe-
dingungen vorausgesetzt werden. Über längere Zeiträume und sich ändernde Randbedingun-
gen wie z.B. Nanopartikelansätze oder relative Luftfeuchtigkeit müssen die Signalflächen neu 
kalibriert werden. 
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4.3 Konzentrationsbestimmung 
In den bisherigen Betrachtungen wurden die Faktoren untersucht, die Einfluss auf das SERS-
Signal einer Probe haben. Hier soll nun die Abhängigkeit des Signals von der Analyt-
Konzentration bei konstantem Auftragungsvolumen näher betrachtet werden, da darüber eine 
Quantifizierung von Analyten möglich wird. In Kapitel 4.1.3 sind diesbezüglich schon Expe-
rimente vorgestellt. Hier werden nun mehre Analyten mit größeren Datensätzen analysiert.  
4.3.1 Messung der SERS-Intensitäts-Konzentrationskurven mehrerer Analyten 
Alle in diesem Kapitel beschriebenen Konzentrationskurven wurden auf Testpunkten auf Pa-
pier, am Labormessaufbau und in einem Konzentrationsbereich von ca. 10-3 M bis 10-8 M 
gemessen. Die Konzentrationen entsprechen einem Stoffmengenbereich von ca. 5 10-10 mol 
bis 5 10-15 mol bei einem Probevolumen von 0,5 µL. Die in den Abbildung 53 bis Abbildung 
57 und Abbildung 59 gezeigten Daten sind jeweils mit dem LabVIEW-Analyseprogramm 
ausgewertet worden, in dem das Langmuir-SERS-Modell als Fit-Modell genutzt wurde. Der 
maximale Fehler zur Bestimmung der Datenpunkte, welche für den Fit genutzt wurden, wurde 
auf 20 % eingestellt. Dieser Wert ist von den Messungen zur Reproduzierbarkeit und der Be-
rechnung der RU im vorhergehenden Kapitel abgeleitet. Alle Datenpunkte, die einen höheren 
Fehler zur Fit-Funktion aufweisen, wurden nicht für den Fit verwendet und als Quadrate ohne 
Fühlfarbe dargestellt. Die ausgefühlten Quadrate sind die Datenpunkte, die für die Bestim-
mung der Fitfunktion (blaue Line) genutzt wurden. Die Parameter der Fitfunktionen der ein-
zelnen Verbindungen und SERS-Banden sind in der Tabelle 13 und Tabelle 14 angegeben. Die 
Datenpunkte repräsentieren die Mittelwerte über die Messung von vier oder sechs unabhängi-
gen Proben pro Konzentration. Die Fehlerbalken der Datenpunkte sind die größten gemesse-
nen Abweichungen zu den jeweiligen Datenpunkten. 
Die in Abbildung 53 für AD gezeigte Konzentrations-Signal-Kurve zeigt einen sigmoidalen 
Kurvenverlauf. Alle Datenpunkte im Konzentrationsbereich von 1 10-3 M bis 5 10-6 M wur-
den für die Fitfunktion genutzt. Erst bei geringeren Konzentrationen als 5 10-6 M weichen die 
meisten Datenpunkte stärker von der Fitfunktion ab. Weiter ist festzuhalten, dass bei den 
Konzentrationen 1 10-3 M und 2,44 10-3 M ein erheblicher Signalabfall zu beobachten ist. Der 
Grund für den Abfall wurde nicht weiter untersucht, da dieser Konzentrationsbereich schon 
sehr hoch für SERS Messung ist und in diesem Konzentrationsbereich auch andere Methoden 
zur Anwendung kommen könnten. Daher wurden diese Werte vor der Bestimmung der Fit-
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funktion aus dem Datensatz entfernt, da ein Signalabfall zu höheren Konzentrationen nicht 
zum Modell passt und den Fit beeinflusst hätte. Aus der berechneten Fitfunktion lässt sich ein 
Messbereich für AD von 2 10-3 M bis 9 10-8 M bestimmen (Tabelle 13). Werden die berechne-
ten Konzentrationsgrenzen mit den Messdaten verglichen, so zeigt sich eine gute Überein-
stimmung mit dem Unterschied, dass der real messbare Konzentrationsbereich etwas kleiner 
ist. Die untere Grenze wird experimentell nicht erreicht, da nur bis zu einer Konzentration von 
2 10-7 M (n = 1 10-13 mol) ein Signal des Analyten zugeordnet werden konnte und ab einer 
Konzentration von 1 10-3 M (n = 5 10-10 mol) ein Konzentrationsabfall beobachtet wurde. 
 
Abbildung 53 Messung der Konzentrationskurve von AD. Auftragung der AD-
Konzentration gegen das SERS-Signal (Fläche) der Ringatemschwingung 
von AD bei 733 cm-1. Bestimmt wurde die Fläche der SERS-Bande im Be-
reich von 700 cm-1 bis 780 cm-1 (LabVIEW-Analyseprogramm). Jeder 
Messpunkt ist der Mittelwert von sechs Einzelmessungen und der angege-
bene Fehler ist die maximale Abweichung zum Mittelwert. Die blaue Linie 
ist die angepasste Fit-Kurve. Ausgefüllte Messpunkte sind für den Fit ver-
wendet worden und die ungefüllten nicht. Messung von Testpunkten am 
LMA (DZ = 60 s; GT = 1800 L mm-1) und präpariert nach der Standardme-
thode (AgNP-3). 
Im Folgenden ist dieselbe Auswertung für vier weitere Analyten durchgeführt worden, die alle 
mindestens einen charakteristischen Unterschied zum AD-Molekül aufweisen. So ist 
Ru(bipy)3 positiv geladen, SRB negativ geladen, 4-NTP neutral aber mit einer Thiolgruppe 
und 4-MBS negativ mit einer Thiolgruppe. Damit soll überprüft werden, welchen Einfluss 
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verschiedene Moleküleigenschaften auf die Konzentrationskurven haben und ob das Lang-
muir-SERS-Modell allgemein für die Konzentrationsbestimmung genutzt werden kann.  
Bei Ru(bipy)3 zeigt sich ebenso wie bei AD eine gute Übereinstimmung der Messdaten mit 
dem Fit-Modell (Abbildung 54). Die Datenpunkte, die nicht für den Fit genutzt wurden, be-
ginnen bei Ru(bipy)3 erst bei 2 10
-6
 M, für alle drei ausgewerteten SERS-Banden. Und anders 
als bei AD kann bei zwei von drei Banden des Ru(bipy)3 bis zu den berechneten LODmin 
Grenzen gemessen werden und zwar bei 1316 cm-1 (LODmin: c = 2 10
-7
 M) und 1487 cm-1 
(LODmin: c = 7 10
-8
 M; Tabelle 13). So können alle drei Banden bis zu einer Konzentration 
von 5 10-8 M (n = 2,5 10-14 mol) interpretiert werden. 
 
Abbildung 54 Messung der Konzentrationskurven von Ru(bipy)3. Auftragung der 
Ru(bipy)3-Konzentration gegen das SERS-Signal (Fläche) der Banden bei 
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1041 cm-1, 1316 cm-1 und 1487 cm-1. Bestimmt wurden die Flächen der 
SERS-Banden in den Bereichen von 1029 cm-1 bis 1054 cm-1, 1289 cm-1 bis 
1340 cm-1 und 1469 cm-1 bis 1504 cm-1 (LabVIEW-Analyseprogramm). Je-
der Messpunkt ist der Mittelwert von sechs Einzelmessungen und der ange-
gebene Fehler ist die maximale Abweichung zum Mittelwert. Die blaue Li-
nie ist die angepasste Fit-Kurve. Ausgefüllte Messpunkte sind für den Fit 
verwendet worden und die ungefüllten nicht. Messung von Testpunkten am 
LMA (DZ = 60 s; GT = 1800 L mm-1) und präpariert nach der Standardme-
thode (AgNP-3). 
Die Auswertung der SRB-Messungen ist etwas schwieriger, da hier unterschiedliche Detekti-
onszeiten aufgrund der starken Fluoreszenz von SRB verwendet wurden. Daher wurden zuerst 
alle Spektren in das LabVIEW-Analyseprogramm eingelesen und im Anschluss wurden mit 
Excel die Intensitäten der Spektren auf eine Detektionszeit von 60 s exhapoliert. Die so bear-
beitete Spektren-Datei wurde dann wieder in das LabVIEW-Analyseprogramm eingelesen 
und die Analyse konnte vorgenommen werden. Wie auch schon bei den vorher beschriebenen 
Messungen zur Reproduzierbarkeit zeigt SRB wesentlich größere Fehler (Abbildung 55) im 
Vergleich zu AD oder Ru(bipy)3. Dies hat Einfluss auf die für die Fit-Kurve genutzten Daten-
punkte. So zeigen beide ausgewerteten SERS-Banden des SRB im Bereich um 1 10-5 M Da-
tenpunkte, die eine höhere Abweichung als 20 % aufweisen und nicht für die Fitfunktion ge-
nutzt wurden. Dafür wurden bei niedrigeren Konzentrationen noch einige weitere Datenpunk-
te (drei bis fünf) für den Fit genutzt. Bei AD oder Ru(bipy)3 wurden hingegen keine oder ma-
ximal zwei Datenpunkte nach den zusammenhängenden Datenpunkten noch für den Fit ge-
nutzt. Ebenso wie bei AD konnten für SRB die berechneten LODmin Grenzen (Tabelle 13) 
experimentell nicht erreicht werden, da auch hier die Signale nur bei höheren Konzentrationen 
vom Rauschen zu unterscheiden waren.  
Bei 4-NTP ist die Detektionszeit von 60 s auf 20 s reduziert worden, da 4-NTP ein sehr star-
kes SERS-Signal liefert. Bei den Konzentrationen 1 10-3 M bis 4 10-4 M ist genau wie bei AD 
und Ru(bipy)3 ein Signalabfall zu beobachten, daher wurden diese vor dem Fit entfernt. Der 
Bereich für die zusammenhängenden genutzten Datenpunkte ist bei 4-NTP von 2 10-4 M bis 
2 10-5 M. Die Auswertung der Fitkurven der Messdaten ergibt dasselbe Verhalten wie bei AD 
und SRB, dass die LODmin nicht mit den Messungen erreicht werden konnten, da die niedrigs-
te Konzentration, die noch als SERS-Bande interpretiert werden konnte, bei 2 10-7 M bei der 
Bande um 1344 cm-1 liegt (Tabelle 13) und somit um eine Größenordnung größer als das 
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LODmin dieser Bande ist. Die Banden um 1344 cm
-1 und 1572 cm-1 weisen bei 5 10-8 M ein 
Differenzsignal zum Blankspektrum auf, dieses Signal kann aber nicht eindeutig als Bande 
identifiziert werden.  
 
Abbildung 55 Messung der Konzentrationskurven von SRB. Auftragung der SRB-
Konzentration gegen das SERS-Signal (Fläche) der Banden bei 1279 cm-1 
und 1649 cm-1. Bestimmt wurde die Fläche der SERS-Banden in den Berei-
chen von 1260 cm-1 bis 1298 cm-1 und 1612 cm-1 bis 1668 cm-1 (LabVIEW-
Analyseprogramm). Jeder Messpunkt ist der Mittelwert von sechs Einzel-
messungen und der angegebene Fehler ist die maximale Abweichung zum 
Mittelwert. Die blaue Linie ist die angepasste Fit-Kurve. Ausgefüllte Mess-
punkte sind für den Fit verwendet worden und die ungefüllten nicht. Mes-
sung von Testpunkten am LMA (DZ = 5 s bis 60 s; GT = 1800 L mm-1) und 
präpariert nach der Standardmethode (AgNP-3). 
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Abbildung 56 Messung der Konzentrationskurven von 4-NTP. Auftragung der 4-NTP-
Konzentration gegen das SERS-Signal (Fläche) der Banden bei 1079 cm-1, 
1344 cm-1 und 1572 cm-1. Bestimmt wurde die Fläche der SERS-Banden in 
den Bereichen von 1061 cm-1 bis 1096 cm-1, 1260 cm-1 bis 1410 cm-1 und 
1540 cm-1 bis 1600 cm-1 (LabVIEW-Analyseprogramm). Jeder Messpunkt 
ist der Mittelwert von vier Einzelmessungen und der angegebene Fehler ist 
die maximale Abweichung zum Mittelwert. Die blaue Linie ist die ange-
passte Fit-Kurve. Ausgefüllte Messpunkte sind für den Fit verwendet wor-
den und die ungefüllten nicht. Messung von Testpunkten am LMA (DZ = 
30 s bis 60 s; GT = 1800 L mm-1) und präpariert nach der Standardmethode 
(AgNP-3). 
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4-MBS und 4-NTP zeigen aufgrund ihrer ähnlichen chemischen Struktur näherungsweise für 
die Banden 1079 cm-1 und 1585 cm-1 die gleiche maximale Signalintensität bei 1 10-4 M (Sig-
nal auf 60 s DZ hochgerechnet) und sie zeigen beide eine Signalabnahme bei höheren Kon-
zentrationen ab einer Konzentration von etwa 1 10-4 M. Dieses Verhalten ist ebenso bei AD 
und Ru(bipy)3 in nicht ganz so starker Form zu beobachten. Ebenso wie bei 4-NTP wurde 
auch bei 4-MBS der Fit nur durch wenige Punkte beschrieben, dennoch entsprechen die Fit-
funktionen gut dem Verlauf der Messdaten. Die aus der Fitfunktion bestimmten LODmin-
Werte wurden bei der SERS-Bande 1075 cm-1  experimentell nicht erreicht, jedoch bei der 
Bande bei 1585 cm-1. 
 
Abbildung 57 Messung der Konzentrationskurven von 4-MBS. Auftragung der 4-MBS-
Konzentration gegen das SERS-Signal (Fläche) der Banden bei 1075 cm-1 
und 1585 cm-1. Bestimmt wurde die Fläche der SERS-Banden in den Berei-
chen von 1036 cm-1 bis 1115 cm-1 und 1540 cm-1 bis 1628 cm-1 (LabVIEW-
Analyseprogramm). Jeder Messpunkt ist der Mittelwert von vier Einzelmes-
sungen und der angegebene Fehler ist die maximale Abweichung zum Mit-
telwert. Die blaue Linie ist die angepasste Fit-Kurve. Ausgefüllte Mess-
punkte sind für den Fit verwendet worden und die ungefüllten nicht. Mes-
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sung von Testpunkten am LMA (DZ = 60 s; GT = 1800 L mm-1) und präpa-
riert nach der Standardmethode (AgNP-3). 
In der Tabelle 13 sind die Werte von allen fünf Analyten aus den Messungen und den Lang-
muir-SERS-Fits aufgeführt. Wie an den gemittelten Adsorptionskonstanten zu sehen ist, zeigt 
Ru(bipy)3 die größte Affinität zu den hier verwendeten Nanopartikeln mit einer Adsorptions-
konstante von um die 80k M-1. Dies kann auf die positive Ladung des Analyten und die nega-
tive Ladung des Nanopartikels zurückgeführt werden und die damit verbundene elektrostati-
sche Anziehung. Werden die beiden neutralen Analyten AD und 4-NTP betrachtet, so hat AD 
eine KL um die 50k M
-1 und 4-NTP eine KL um die 65 M
-1. Da sie keine elektrostatische An-
ziehung zeigen aber eine hohe Affinität der Amino- und Thiol-Gruppen aufweisen, kommen 
diese hohen KL zustande. Der Vergleich der Adsorptionskonstanten der beiden Analyten zeigt 
auch, dass eine Thiol-Gruppe eine stärkere Interaktion mit den Silbernanopartikeln aufweist 
als die Amino-Gruppe. An vierter Stelle im Vergleich der Analyten kommt 4-MBS, welches 
eine gemittelte Adsorptionskonstante von um die 30k M-1 hat. Damit ist KL von 4-MBS um 
rund 35k M-1 kleiner als die KL von 4-NTP und der einzige Unterschied in den beiden Mole-
külen ist die funktionelle Gruppe an der Position 4 des Benzolrings (Abbildung 66). Bei 
4-NTP handelt es sich um eine neutrale Nitrogruppe und bei 4-MBS um eine negativ geladene 
Carboxylgruppe. Durch diesen Vergleich wird der starke Einfluss der Ladung des Analytmo-
leküls auf die Nanopartikelaffinität deutlich. Bei einem Analyten, der über negativ geladene 
und positiv geladene Gruppen verfügt, aber als Nettoladung negativ geladen ist, liegt die Ad-
sorptionskonstante noch einmal drastisch niedriger. Dies ist der Fall bei SRB, hier wird eine 
mittlere KL von nur um die 10k M
-1 beobachtet. Damit kann davon ausgegangen werden, dass 
die geringe KL auf die elektrostatische Abstoßung zurückzuführen ist, aber durch die Amion-
gruppen dennoch eine gewisse Affinität besteht.  
Hingegen zeigen die maximalen Signalflächen (letzte Spalte Tabelle 13), dass die Signalflä-
che keinen Rückschluss auf die Affinität des Analyten zu den Nanopartikeln zulässt, da 
Ru(bipy)3 die geringsten Signalflächen von ca. 140k bis 260k aufweist, aber die größte Ad-
sorptionskonstante. Daher kann davon ausgegangen werden, dass die absoluten Signalflächen 
bei einer Art von Nanomaterial vor allem durch die Moleküleigenschaften des Analyten be-
stimmt werden. Somit zeigen Moleküle ein hohes SERS-Signal, wenn sie eine hohe Affinität 
zum Nanomaterial aufweisen und selbst einen großen Streuquerschnitt im betrachteten mole-
kularen Zustand, z.B. Ladungszustand, zeigen. Dies ist z.B. der Fall bei 4-NTP, welches eine 
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hohe Adsorptionskonstante KL und einen großen Streuquerschnitt aufweist und daher auch 
hier das stärkste SERS-Signal liefert.  
Obwohl sich die Analyten in ihren Adsorptionskonstanten und ihren Signalflächen recht stark 
unterscheiden, werden bei allen fünf Analyten die minimal interpretierbaren Peaks bei einer 
Konzentration im Bereich von 5 10-8 M bis 5 10-7 M beobachtet. Ebenso zeigen alle fünf Ana-
lyten im Bereich von 1 10-4 M bis 2 10-3 M die maximalen Signale und einen mehr oder we-
niger starken Signalabfall bei höheren Konzentrationen. Einzig bei SRB ist ein weiterer An-
stieg bis zur höchsten gemessenen Konzentration zu beobachten. Daher kann davon ausge-
gangen werden, dass das der Stoffmengenbereich ist, der unter den hier festgelegten Bedin-
gungen bei Analyten mit ausreichender Signalintensität gemessen werden kann. 
Tabelle 13 Messdaten und Fit-Daten von AD, Ru(bipy)3, SRB, 4-NTP und 4-MBS aus 
Abbildung 53 bis Abbildung 57. Die Fit-Daten sind die Daten des Lang-
muir-SERS-Modells KL, Imax, sblank, Imax,s und die Daten der LODs (LODmin 
und LODmax), die daraus berechnet wurden. Die Fit-Daten KL und Imax 
stammen aus dem LabVIEW-Analysepro. und die anderen vier Werte sind 
mit Origin und Excel berechnet worden. Die Messdaten sind Peakmin (die 
Konzentration bis zu der ein Peak interpretiert werden kann) und Signalmax 
(die maximale Fläche der jeweiligen SERS-Bande des jeweiligen Analyten). 
Analyt 
KL  
[M-1] 
Imax 
[Fläche] 
sblank 
[Fläche] 
Imax,s 
[Fläche] 
LODmin 
[M] 
LODmax 
[M] 
Peakmin 
[M] 
Signalmax 
[Fläche 
60s-1] 
AD (733 cm-1) 48588 453336 668 5302 9 10-8 2 10-3 2 10-7 433147 
Ru(bipy)3 (1041 cm
-1) 74132 228984 169 3393 3 10-8 9 10-4 5 10-8 245453 
Ru(bipy)3 (1316 cm
-1) 71018 251932 978 3039 2 10-7 1 10-3 5 10-8 262271 
Ru(bipy)3 (1487 cm
-1) 90946 132182 298 1436 7 10-8 1 10-3 5 10-8 137894 
Ru(bipy)3 (Mittel-
wert) 
78699 - - - - - - - - - 1 10-7 1 10-3 5 10-8 - - - 
SRB (1279 cm-1) 8217 311926 283 8544 3 10-7 4 10-3 4 10-7 324328 
SRB (1649 cm-1) 9167 470398 178 13159 1 10-7 4 10-3 4 10-7 473111 
SRB (Mittelwert) 8692 - - - - - - - - - 2 10-7 4 10-3 4 10-7 - - - 
4-NTP (1079 cm-1) 66098 282378 124 19472 2 10-8 2 10-4 4 10-7 767028 
4-NTP (1344 cm-1) 76171 1428200 661 83642 2 10-8 2 10-4 2 10-7 3936000 
4-NTP (1572 cm-1) 52066 392359 260 24936 4 10-8 3 10-4 2 10-7 1019406 
4-NTP (Mittelwert) 64778 - - - - - - - - - 3 10-8 2 10-4 3 10-7 - - - 
4-MBS (1075 cm-1) 27794 1126080 626 151022 6 10-8 2 10-4 1 10-7 801821 
4-MBS (1585 cm-1) 26673 1156520 1398 148375 1 10-7 3 10-4 4 10-7 808945 
4-MBS (Mittelwert) 27234 - - - - - - - - - 8 10-8 3 10-4 3 10-7 - - - 
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In Abbildung 58 sind die relativen mittleren Abweichungen von den Fitfunktionen (normiert 
auf das Signal der Fitfunktion) aller fünf Analyten über alle in Abbildung 53 bis Abbildung 57 
gezeigten Messungen dargestellt. Dabei ist zu erkennen, dass im Bereich von ca. 10-3 M bis 
ca. 5 10-6 M die meisten Datenpunkte kleinere Abweichungen als ±20 % aufweisen und damit 
der Bereich ist, der die höchste Übereinstimmung mit den Fitfunktionen zeigt. Die sehr hohen 
Abweichungen bei 1 10-8 M sind darauf zurück zu führen, dass bei dieser Konzentration ei-
gentlich kein Analyt-Signal mehr detektiert wurde. Da aber stärkere Abweichungen unterhalb 
von 5 10-6 M auftreten, werden im Kapitel 4.3.3 noch weitere Modelle zur Auswertung der 
Daten getestet, um zu prüfen ob weitere Parameter zum Langmuir-SERS-Modell berücksich-
tigt werden müssten. 
 
Abbildung 58 Auftragung der relativen mittleren Abweichungen von der Fitfunktion der 
Messungen von Abbildung 53 bis Abbildung 57 normiert auf das Signal der 
Fitfunktion gegen die Analyt-Konzentration. Es sind AD, Ru(bipy)3, SRB, 
4-NTP und 4-MBS aufgeführt. Die orange Linie stellt den Null-Wert dar 
und die lila Linien stellen den maximal genutzten Fehler im LabVIEW-
Analyseprogramm dar. 
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In einem weiteren Schritt wurden zwei Konzentrationsreihen auf den positiv beschichteten 
Nanopartikeln gemessen. Als Analyt sind dabei AD und SRB verwendet worden, um zu un-
tersuchen, wie sich die Adsorptionskonstanten dieser Analyten bei positiver Polarisation der 
NP verändern. In Abbildung 59 sind die gemessen Konzentrationskurven gezeigt. Dabei fällt 
auf, dass wesentlich weniger Datenpunkte dem Fit entsprechen als bei denselben Analyten auf 
negativen NP. Daher wurden zusätzlich noch die Langmuir-SERS-Fits über alle Datenpunkte 
in die Auswertung aufgenommen. Die Werte der Langmuir-SERS-Fits unterscheiden sich 
beträchtlich von den Daten, die über die Fitfunktionen aller Datenpunkte erhalten werden, 
liegen aber in derselben Größenordnung. So ergibt der Fit aller Datenpunkte von AD eine KL 
von 4609 M-1 und der Fit ausgewählter Punkte ein KL von 2094 M
-1 (Tabelle 14). Für SRB 
wurde für alle Datenpunkte ein mittlerer KL von 968 M
-1 und ein mittlerer KL von 3576 M
-1 
bei Auswahl der Datenpunkte erhalten (Tabelle 14). Der Vergleich dieser Werte mit denen aus 
Tabelle 13 ergibt sowohl für AD als auch für SRB eine Abnahme der Affinität der Analyten zu 
den Nanopartikeln. Für AD verringert sich die Affinität um den Faktor 23 (11 bei allen Daten-
punkten) und für SRB um den Faktor 2 (9 bei allen Datenpunkten). Da beide Analyten eine 
Abnahme der Affinität zeigen, bewirkt die Beschichtung mit positivem Polymer eine Hinde-
rung der Adsorption der Analyten direkt an die Nanopartikel. Aus diesem Grund sinkt die 
Signalfläche von AD bei dieser Messreihe. Anders ist es bei SRB, obwohl eine geringere Ad-
sorptionskonstante beobachtet wird, steigt die Signalfläche um den Faktor 8 oder 13 an. Das 
lässt sich wahrscheinlich auf die Veränderung der Umgebungsbedingungen zurückführen, da 
das Polymer auf der NP-Oberfläche bei der Adsorption eine saure Umgebung erzeugt und so 
das SERS-Signal des SRB verstärkt. Die pH-Wert-Abhängigkeit von SERS-Messungen von 
SRB ist aus der Literatur bekannt.[101] Messungen auf µPADs (Kapitel 4.5.1) zeigen, dass 
SRB wahrscheinlich höhere Adsorptionskonstanten auf positiven Nanopartikeln aufweist als 
die hier berechneten Konstanten. Der Grund für die zu klein berechneten Adsorptionskonstan-
ten (KL) von SRB kann in der Annahme liegen, dass alle aufgetragenen Analyt-Moleküle zum 
SERS-Signal beitragen. Sind nun aber Analyt-Moleküle auf der Polymerschicht adsorbiert 
und zu weit vom NP entfernt, so dass sie kein SERS-Signal geben, dann wären die angenom-
menen Analyt-Konzentrationen zu hoch und damit die berechneten Adsorptionskonstanten 
(KL) für SRB auf positiven Nanopartikeln zu klein.  
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Abbildung 59 Messung der Konzentrationskurven von AD und SRB auf positiv geladenen 
Nanopartikeln. Aufgetragen sind die Konzentration von AD und SRB gegen 
das jeweilige SERS-Signal (Fläche) der Banden bei 733 cm-1, 1279 cm-1 
und 1649 cm-1. Bestimmt wurde die Fläche der SERS-Banden in den Berei-
chen von 700 cm-1 bis 780 cm-1, 1260 cm-1 bis 1298 cm-1 und 1612 cm-1 bis 
1668 cm-1 (LabVIEW-Analyseprogramm). Jeder Messpunkt ist der Mittel-
wert von vier Einzelmessungen und der angegebene Fehler ist die maximale 
Abweichung zum Mittelwert. Die blaue Linie ist die angepasste Fit-Kurve. 
Ausgefüllte Messpunkte sind für den Fit verwendet worden und die unge-
füllten nicht. Messung von Testpunkten am LMA (DZ = 2 bis 60 s; GT = 
1800 L mm-1) und präpariert nach der Standardmethode (AgNP-4).Die grü-
ne Linie ist die angepasste Fit-Kurve über alle gemessen Datenpunkte.  
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Tabelle 14 Messdaten und Fit-Daten von AD und SRB aus Abbildung 59. Die Fit-
Daten sind die Daten des Langmuir-SERS-Modells KL, Imax, sblank, Imax,s und 
die Daten der LODs (LODmin und LODmax), die daraus berechnet wurden. 
Die Fit-Daten KL und Imax stammen aus dem LabVIEW-Analyseprogramm 
und die anderen vier Werte sind mit Origin und Excel berechnet worden. 
Die Messdaten sind Peakmin (die Konzentration bis zu der ein Peak interpre-
tiert werden kann) und Signalmax (die maximale Fläche der jeweiligen 
SERS-Bande des jeweiligen Analyten). 
Analyt 
K [M-
1] 
Imax 
[Fläche] 
sblank 
[Fläche] 
Imax,sta-error 
[Fläche] 
LODmin 
[M] 
LODmax 
[M] 
Peakmin 
[M] 
Signalmax 
[Fläche 
60s-1] 
AD (734 cm-1/AgNP+) 2094 230603 535 45048 3 10-6 2 10-3 1 10-7 165149 
SRB (1279 cm-1/ AgNP+) 3732 3404080 472 970114 1 10-7 7 10-4 1 10-7 2707450 
SRB (1649 cm-1/ AgNP+) 3419 7848200 417 1910260 5 10-8 9 10-4 1 10-7 5994150 
SRB (Mittelwert/AgNP+) 3576 - - - - - - - - - 8 10-8 8 10-4 1 10-7 - - - 
Aus den bestimmten Adsorptionskonstanten aus Tabelle 13 und Tabelle 14 kann über die Gl. 
34 die freigesetzte Adsorptionsenergie berechnet werden (Tabelle 15). Die Adsorptionsener-
gien der fünf Analyten auf den negativ geladenen Nanopartikeln liegen alle in einem Bereich 
von -22 kJ mol-1 bis -29 kJ mol-1. Die Betrachtung von Literaturwerten für Thiophenol (pH = 
6),[45] Pyridinderivaten [105] und Anilinderivaten [105] auf Gold-Substraten zeigt, dass die 
Adsorptionsenergien im Mittel in einem Bereich zwischen -20 kJ mol-1 bis -40 kJ mol-1 lie-
gen. Somit liegen die hier bestimmten Adsorptionsenergien für negativ geladene Nanopartikel 
gut in diesem Bereich und sind ein weiterer Punkt, der die Auswertung der Messdaten mit 
dem Langmuir-SERS-Modell untermauert. Die beiden Analyten gemessen auf den positiv 
geladenen Nanopartikeln zeigen kleinere Adsorptionsenergien, die am unteren Ende des Lite-
raturbereiches liegen von -19 kJ mol-1 bis -20 kJ mol-1. Somit zeigen sowohl die negativ gela-
denen als auch die positiv geladenen Nanopartikel Adsorptionsenergien für die Analyten, die 
in einem realistischen Bereich liegen.  
Tabelle 15 Adsorptionsenergien berechnet nach Gl. 34 aus den Adsorptionskonstanten 
der Tabelle 13 und Tabelle 14 bei einer Temperatur von 25,85 °C(= 299 K). 
Analyt 
∆G 
[kJ mol-1] 
Analyt 
∆G 
[kJ mol-1] 
AD (734 cm-1) -26,93 4-NTP (1572 cm
-1) -27,00 
Ru(bipy)3 (1041 cm
-1) -27,88 4-NTP (Mittelwert) -27,51 
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Ru(bipy)3 (1316 cm
-1) -27,77 4-MBS (1075 cm-1) -25,44 
Ru(bipy)3 (1487 cm
-1) -28,39 4-MBS (1585 cm-1) -25,34 
Ru(bipy)3 (Mittelwert) -28,01 4-MBS (Mittelwert) -25,39 
SRB (1279 cm-1) -22,41 AD (734 cm-1/AgNP+) -19,01 
SRB (1649 cm-1) -22,68 SRB (1279 cm-1/AgNP+) -20,45 
SRB (Mittelwert) -22,55 SRB (1649 cm
-1/AgNP+) -20,23 
4-NTP (1079 cm-1) -27,59 SRB (Mittelwert/AgNP+) -20,34 
4-NTP (1344 cm-1) -27,94   
4.3.2 Langmuir-SERS-Modell 
Die Daten im Kapitel 4.1.3 und im Kapitel 4.3.1 sind mit einer Langmuir-Isothermen ausge-
wertet worden. Das Langmuir-SERS-Modell zur Auswertung soll hier erläutert werden. 
Ausgehend von den drei Annahmen, die für die Langmuir-Isotherme gelten (Kapitel 2.6.1) 
wird dieses Modell beschrieben. Die erste Annahme setzt definierte Adsorptionsplätze an ei-
ner Phasengrenze auf einem Adsorbens voraus, die alle äquivalent sind. Da in dieser Arbeit 
von sphärischen Nanopartikeln als Näherung ausgegangen wird, wird die Oberfläche dieser 
Nanopartikel als Phasengrenze aufgefasst. Dabei wird weiter angenommen, dass alle Nano-
partikel die gleiche Größe haben und keine Kristallfehler aufweisen und somit auch äquiva-
lente Adsorptionsplätze aufweisen. 
Die zweite Annahme der Langmuir-Isotherme ist, dass jeder Adsorptionsplatz nur von einem 
Adsorbat besetzt werden kann und die maximale Belegung eine Monolage ist. Das bedeutet 
entweder, dass nur eine Monolage an Analyt auf dem Nanopartikel adsorbiert wird, oder dass 
nur die erste Monolage zum SERS-Signal beiträgt. Der erste Fall entspricht direkt der Lang-
muir-Isotherme. Der zweite Fall berücksichtigt, dass Polylagen gebildet werden können aber 
nur die erste Monolage einen signifikanten Beitrag zum SERS-Signal des Analyten liefert. 
Dieses lässt sich anhand der Abstandsabhängigkeit des SERS-Effektes erklären. Der elektro-
magnetische SERS-Effekt hat näherungsweise eine Abstandsabhängigkeit der SERS-
Signalintensität von ISERS ≈ r
-12 (Gl. 25) für sphärische Nanopartikel. Damit würde sich für 
einen 10 nm großen Nanopartikel bei welchem die zweite Moleküllage bei einem Abstand 
von 2 nm zur Oberfläche des Nanopartikels hat, eine Signalintensität von nur ca. 11 % im 
Verhältnis zur ersten Schicht direkt auf der Nanopartikeloberfläche ergeben. Die Abstandsab-
hängigkeit des CM-Effektes ist, dass nur direkt an den Nanopartikel gebundene Moleküle 
durch ihn verstärkt werden. Ausgehend von der möglichen Verstärkung durch den CM-Effekt 
kann die zweite Moleküllage nur 1 % bis maximal 10 % des SERS-Signals der ersten Mono-
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lage erzeugen. Wird nun der Fall betrachtet, dass beide Effekte bei der Verstärkung des Ra-
man-Signals eines Analyten ihren Beitrag liefern, so ergibt sich für die zweite Moleküllage 
eine SERS-Signalintensität von maximal rund 1 % des SERS-Signals der ersten Monolage 
und kann damit vernachlässigt werden. Somit würde auch bei mehreren Moleküllagen nur die 
erste Moleküllage den signifikanten Intensitätsbeitrag zum SERS-Signal liefern. 
Die dritte Annahme aus dem Langmuir-Modell ist, dass die adsorbierten Moleküle keinerlei 
Wechselwirkung untereinander zeigen und damit die Wahrscheinlichkeit, dass ein Adsorpti-
onsplatz besetzt wird, unabhängig davon ist, ob die Nachbarplätze besetzt sind. Diese An-
nahme ist bei SERS-Messungen nur beschränkt erfüllt, da z.B. bei geladenen Molekülen eine 
starke Coulomb-Wechselwirkung beobachtet wird. Dies könnte auch ein Punkt sein, warum 
gewisse Abweichungen von den gefitteten Langmuir-Isothermen zu den Messdaten auftreten.  
Die Annahmen aus dem Langmuir-Modell sind damit bei SERS-Messungen zum größten Teil 
erfüllt, weshalb sich die Messdaten der Analyten gut mit einer Langmuir-Isotherme anpassen 
lassen. Wie aus Gl. 31 aber ersichtlich ist, wird die genutzte Langmuir-Isotherme noch mit 
einem Proportionalitätsfaktor versehen. Dies entspricht dem SERS-Signal bei einer vollbeleg-
ten Monolage an Analyten auf dem Nanomaterial. Daher kommen zu den Annahmen für die 
Langmuir-Isotherme noch weitere Annahemen aus dem SERS-Effekt hinzu. Die Annahmen 
werden hier speziell auf die vorher gemachten Annahmen bezogen.  
Die erste Annahme für den SERS-Effekt ist eine Näherung und entspricht nicht der Realität. 
Die sphärischen Nanopartikel haben alle die gleiche Größe und sind so weit voneinander ent-
fernt, dass ihre EM-Effekte sich gegenseitig nicht beeinflussen und damit keine Hot-Spots 
gebildet werden. Somit umgibt jeden Nanopartikel dasselbe elektromagnetische Feld beim 
SERS-Effekt. 
Die Moleküle, die an die Nanopartikel binden, werden in erster Näherung als Stäbchen aufge-
fasst, die entlang ihrer längsten Achse die normierte Polarisierbarkeit von 1 aufweisen sollen 
und orthogonal dazu die normierte Polarisierbarkeit 0 zeigen. Diese Moleküle sollen senk-
recht bezogen auf ihre längste Achse zur Nanopartikeloberfläche adsorbiert sein (Abbildung 
60 A). Dies entspricht der Auffassung, dass die meisten Moleküle über eine funktionelle 
Gruppe an den Nanopartikel gebunden sind und trägt dem Rechnung, dass die meisten Analy-
ten eine anisotrope Polarisierbarkeit aufweisen. Die aus der Orientierung der Moleküle fol-
gende Abschwächung des SERS-Signals wird als Mittelwert über alle Moleküle angenom-
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men. Diese wird als Verhältnis (Gl. 47) zwischen am Nanopartikel gebundene Moleküle mit 
anisotroper Polarisierbarkeit (Gl. 48) und Moleküle mit isotroper Polarisierbarkeit (Kugel-
Polarisierbarkeit), die der bei 0° entspricht, beschrieben (Gl. 49). Das Verhältnis ergibt einen 
Korrelationsfaktor von 𝐼?̅?𝑜𝑟𝑚−𝑆𝑇 = 0,5. Werden in einem nächsten Schritt die anisotropen Mo-
leküle als isotrope Kugelmoleküle aufgefasst, ergibt sich deren Signalintensität aus 𝐼?̅?𝑈 korre-
giert um den Faktor 𝐼?̅?𝑜𝑟𝑚−𝑆𝑇. Das SERS-Signal dieser isotropen Kugelmoleküle ist dann aber 
immer noch abhängig von der relativen Position des Analyten auf dem Nanopartikel zum ein-
fallenden Licht (Abbildung 60 B), wie in Kapitel 2.2.1 beschrieben (Gl. 21). Wird nun hier 
ebenfalls die Abschwächung als Verhältnis zwischen dem Verstärkungsfaktor bei 0° (𝐸𝐹𝐸𝑀 =
16|𝑔𝐿⃗⃗⃗⃗⃗|
2|𝑔𝐿𝑆⃗⃗ ⃗⃗ ⃗⃗⃗|
2) und dem mittleren Verstärkungsfaktor (𝐸𝐹𝐸𝑀 = 4|𝑔𝐿⃗⃗⃗⃗⃗|
2|𝑔𝐿𝑆⃗⃗ ⃗⃗ ⃗⃗⃗|
2) bestimmt, 
ergibt sich ein Wert von 𝐼?̅?𝑜𝑟𝑚−𝐸𝐹(𝐸𝑀) = 0,25. Die Kombination dieser beiden Effekte ergibt 
einen Korrelationsfaktor von 𝐼?̅?𝑜𝑟𝑚−𝑔𝑒𝑠 = 0,125. Diese Berechnungen setzten aber ein genü-
gend große Anzahl an Nanopartikeln und Analyten voraus, damit diese Mittelwerte als Vertei-
lungswerte angenommen werden können. Daher ist es experimentell sinnvoll einen großen 
Laserpunkt zu verwenden, um auch bei niedrigen Konzentration eine große Anzahl an Nano-
partikeln mit Analyten zu messen.  
 
Abbildung 60 Modellannahmen für den SERS-Effekt beim Langmuir-SERS-Modell. A) 
Nanopartikel mit adsorbierten Stäbchenmolekülen und B) Nanopartikel mit 
sphärischen Molekülen. Die Form der Moleküle repräsentiert gleichzeitig in 
welcher Richtung ihre Polarisierbarkeit ausgeprägt ist. 
Gl. 47 𝐼?̅?𝑜𝑟𝑚−𝑆𝑇 =
𝐼?̅?𝑇
𝐼?̅?𝑈
 
Gl. 48 𝐼?̅?𝑇 = ∫
cos(𝛼)+1
2
𝑑(𝛼)
2𝜋
0
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Gl. 49 𝐼?̅?𝑈 = ∫ 1 𝑑(𝛼)
2𝜋
0
 
Gl. 50 𝐼?̅?𝑜𝑟𝑚−𝑔𝑒𝑠 = 𝐼?̅?𝑜𝑟𝑚−𝐸𝐹(𝐸𝑀) ∙ 𝐼?̅?𝑜𝑟𝑚−𝑆𝑇 
Für die Nanopartikelsuspension AgNP-3-IV und eine minimale und maximale Analyt-
Konzentration von cmin = 1 10
-7
 M und cmax = 1 10
-3
 M können die Anzahl an Molekülen pro 
Nanopartikel und die Fläche einer Adsorptionsposition berechnet werden. Für die minimale 
Konzentration ergibt sich eine Molekülanzahl pro Nanopartikel von rund 12 Molekülen. Wird 
diese Zahl mit dem Korrelationsfaktor für das SERS-Signal (𝐼?̅?𝑜𝑟𝑚−𝑔𝑒𝑠) multipliziert und ab-
gerundet auf die nächste volle Stelle, so ergibt sich eine Analyt Anzahl von einem Analyten 
pro Nanopartikel, der ein Signal liefert. Dies passt gut zu den Messungen, die unterhalb dieser 
Konzentration meist keinen interpretierbaren Peak mehr zeigen. Für die maximale Konzentra-
tion ergibt sich eine Fläche für einen Adsorptionsplatz von rund 5 Å2 für ein Molekül. Für AD 
kann anhand des molekularen Volumens (= VM) aus der Literatur[155] eine Abschätzung für 
eine Kreisfläche als Adsorptionsplatz auf dem Nanopartikel berechnet werden. Dabei wird das 
molekulare Volumen des neutralen AD Moleküls verwendet (VM = 90 cm
3
 mol-1), damit ergibt 
sich eine Kreisfläche von rund 28 Å2. Diese ist größer als die berechnete Fläche auf dem Na-
nopartikel, liegt aber näherungsweise in der gleichen Größenordnung. Damit liefert das 
Langmuir-SERS-Modell sowohl für niedrige als auch für hohe Konzentrationen eine plausible 
Erklärung. Weiter zeigt die größere Fläche, dass höchstwahrscheinlich nicht alle Analyt-
Moleküle auf dem Nanopartikel sind, sondern sich ein Teil an den Fasern des Papiers ab-
scheidet.  
4.3.3 Vergleich von Modellen für die Auswertung von SERS-Intensitäts-
Konzentrationskurven 
Da das Langmuir-SERS-Modell zumeist bei niedrigen Konzentrationen eine höhere Abwei-
chung zeigt soll hier überprüft werden, ob ein erweitertes oder anderes Modell zu besseren 
Korrelationen führt. Dazu wurde aus den Messdaten der Konzentrationsreihen der negativ 
geladen Nanopartikel für alle fünf Analyten aus Kapitel 4.3.1 je eine Bande ausgewählt und 
diese dann mit sechs Fitmodellen angepasst. Dabei wurden alle Datenpunkte verwendet bis 
auf die bei den höchsten Konzentrationen, die einen Signalabfall zeigen. Die sechs Modelle, 
die verwendet wurden, sind eine Langmuir-Isotherme mit zwei Adsorptionsplätzen, die 
Freundlich-Isotherme, die BET-Isotherme, die Hill-Isotherme und die Frumkin-Isotherme und 
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als Referenz wurde ein Fit mit dem Langmuir-SERS-Modell über die gleichen Datenpunkte 
durchgeführt.  
In der Abbildung 61 A bis F sind die jeweiligen Konzentrationskurven der verschiedenen 
Analyten mit den jeweiligen Fitkurven und den dazugehörigen Abweichungen aufgeführt. 
Wie gut an den dargestellten Fitfunktionen (Abbildung 61 A bis F) zu erkennen ist, zeigen alle 
bis auf die Freundlich-Isotherme den gleichen prinzipiellen Verlauf der Fit-Funktionen im 
Konzentrationsbereich der Datenpunkte. Die Freundlich-Isotherme hingegen zeigt meist so-
wohl im Konzentrationsbereich der Datenpunkte als auch außerhalb des Bereiches eine größe-
re Abweichung von den Messdaten und auch von den anderen Fitfunktionen. Daher kann da-
von ausgegangen werden, dass die frei werdende Adsorptionsenergie mit zunehmendem Be-
deckungsgrad nicht abnimmt.  
Ein weiterer Punkt, der bei den Fitfunktionen auffällt ist, dass die BET-Isotherme bei AD, 4-
NPT und 4-MBS bei hohen Konzentrationen einen Abfall der Signalintensität zeigt, was auch 
bei den Daten beobachtet wird. Die Fitparameter der Funktion zeigen, dass die Adsorptions-
konstante für die zweite und weitere Lagen negativ ist, was eher einer Ablösung an Analyten 
entsprechen würde. Dies kann mit den bisherigen Erkenntnissen nicht erklärt werden.  
Für den weiteren Vergleich der Fitfunktionen wurden die Abweichungen betrachtet 
(Abbildung 61 G bis L). Die Langmuir-Isotherme mit zwei Adsorptionsplätzen zeigt bei AD, 
4-NTP und 4-MBS keinen signifikanten Unterschied der Abweichungen zu denen einer einfa-
chen Langmuir-Isotherme. Bei Ru(bipy)3 sind bei kleineren Konzentrationen auch kleinere 
Abweichungen zu beobachten, was auf zwei unterschiedliche Adsorptionsplätze für Ru(bipy)3 
hindeuten kann. Bei SRB werden erst kleine und dann größere Abweichungen im Vergleich 
zum Langmuir-SERS-Modell beobachtet. Daher kann für SRB bezüglich der Langmuir-
Isotherme mit zwei Adsorptionsplätzen keine eindeutige Aussage getroffen werden. Es kann 
somit davon ausgegangen werden, dass bei den verwendeten Analyten keine zwei unter-
schiedlichen Adsorptionsplätze vorliegen. Einzig bei Ru(bipy)3 besteht ein Verdacht. 
Die BET-Isotherme zeigt für alle fünf Analyten keinen signifikanten Unterschied der Abwei-
chungen der gefitteten Punkte im Vergleich zum Langmuir-SERS-Modell. Daher und weil das 
Verhalten bei höheren Konzentrationen nicht erklärt werden kann, bringt diese Isotherme we-
der mehr Informationen noch bessere Ergebnisse.  
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Die Hill-Isotherme zeigt für AD, Ru(bipy)3 und 4-NTP kleinere Abweichungen als das Lang-
muir-SERS-Modell bis zur Grenze der interpretierbaren Peaks. Bei SRB und 4-MBS zeigen 
sich zum Teil niedrigere aber auch höhere Abweichungen als bei dem Langmuir-SERS-
Modell, daher sind dort keine eindeutigen Aussagen möglich. Aber aus den anderen drei Ana-
lyten kann darauf geschlossen werden, dass sich die Affinität mit der Analyt-Konzentration 
zum Teil ändern kann.  
Die Frumkin-Isotherme zeigt keinen signifikanten Unterschied der Abweichungen der Fit-
punkte zum Langmuir-SERS-Modell. Damit kann davon ausgegangen werden, dass die 
Wechselwirkung der adsorbierten Moleküle untereinander vernachlässigt werden kann was 
für das Langmuir-SERS-Modell spricht. Bei dem Fit mit der Frumkin-Isotherme muss jedoch 
beachtet werden, dass er sehr instabil ist und bei mehrfacher Ausführung nicht die gleichen 
Werte lieferte, da keine direkte Auflösung der Gl. 37 nach dem Bedeckungsgrad θ gefunden 
wurde.  
Zusammenfassend wurde festgestellt, dass andere Isothermen für die Auswertung der SERS-
Spektren genutzt werden können, diese aber meist keine verbesserte Korrelation zwischen 
Fitfunktionen und Messdaten liefern. Die einzige Isotherme, die eine gewisse Verbesserung 
der Fits zu den Messdaten zeigte, war die Hill-Isotherme. Aber sie und wie auch die anderen 
Funktionen verfügen über mehr Freiheitsgrade als das Langmuir-SERS-Modell, auch daher 
kann eine bessere Anpassung entstehen. Demzufolge gibt das Langmuir-SERS-Modell mit 
der geringsten Anzahl an Freiheitsgraden die beste Anpassung an die Messdaten. 
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Abbildung 61 Fitfunktionen aller fünf Analyten mit den dazugehörigen Abweichungen der 
gefitteten Daten. Die Messdaten stammen aus Abbildung 53 bis Abbildung 
57. Gefittet wurde über alle schwarz ausgefüllten Quadrate.  
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4.4 Konzentrationsabhängige Veränderung der Raman-Verschiebung 
Bei den Konzentrationsuntersuchungen der fünf Analyten in Kapitel 4.3.1 wurde bei den Thi-
olmolekülen ein weiterer Effekt beobachtet. Die Thiole zeigen bei der Veränderung der Kon-
zentration eine Änderung der SERS-Banden sowohl in ihrer Intensität als auch in ihrer Positi-
on im Spektrum. Deutlich lässt sich dies anhand der zwei Spektren von 4-NTP bei verschie-
denen Konzentrationen in Abbildung 62 erkennen wo sich die Banden bei 1111 cm-1, 
1344 cm-1 und 1572 cm-1 verschieben. Die Verschiebung von SERS-Banden bei den Konzent-
rationskurvenmessungen soll in diesem Kapietel näher betrachtet werden. 
 
Abbildung 62 Gemittelte Spektren aus vier Einzelspektren von 4-NTP bei den Konzentra-
tionen 7 10-4 M und 1 10-6 M aus den Messungen aus Abbildung 56. Spek-
tren sind untergrundkorrigiert (lineare Korrektur) und auf das maximale 
Signal des jeweiligen Spektrums normiert. 
Als Referenz und um zu zeigen, dass die Verschiebungen, die beobachtet wurden, nicht durch 
den Messaufbau oder die Präparationen der SERS-Proben entstanden sind, wurden zunächst 
die SERS-Banden von AD, Ru(bipy)3 und SRB auf den negativen Silbernanopartikeln ausge-
wertet. In Abbildung 63 A bis F sind die Bandenpositionen von den drei Analyten in Abhän-
gigkeit von der Konzentration aufgetragen. Wie diese Messungen zeigen, ist im Allgemeinen 
keine Verschiebung der SERS-Banden in Abhängigkeit von der Konzentration zu beobachten, 
solange die SERS-Banden eine ausreichende Intensität aufweisen und nicht von anderen Ban-
den überlagert werden. Bei diesen Messungen ist nur eine messbedingte Schwankung der 
Peak-Positionen zu beobachten, wobei die maximalen Unterschiede zwischen den Peak-
Positionen zwischen 0,2 cm-1 und 1,4 cm-1 liegen (Tabelle 16), dass entspricht der doppelten 
Auflösung des Aufbaus, die zwischen 0,6 cm-1 und 0,7 cm-1 liegt. Bei Änderungen der Peak-
Position kleiner 1,4 cm-1 wird von einer Schwankung ausgegangen, bei Änderungen der Peak-
 127 
 
Position gleich oder größer 1,4 cm-1 kann eine konzentrationsabhängige Verschiebung des 
Peaks vorliegen. Bei niedrigeren Konzentrationen unter 1 10-6 M zeigen AD und SRB wesent-
lich stärkere Schwankungen in den Peak-Positionen, die bei Ru(bipy)3 erst bei noch geringe-
ren Konzentrationen zu beobachten sind. Da der Untergrund in den gemessen Bereichen der 
Peaks kein linearer Untergrund ist und durch den stärker werdenden Einfluss des Untergrun-
des auf das Spektrum bei geringen Signal-Intensitäten, werden unterschiedliche Peak-
Positionen beobachtet. Im Regelfall hat jedoch die Konzentrationsänderung eines Analyten 
bei SERS-Messungen keinen Einfluss auf die Position der SERS-Banden des Analyten im 
Spektrum. Aufgrund dieser Beobachtungen bei AD, Ru(bipy)3 und SRB kann davon ausge-
gangen werden, dass die beobachteten Verschiebungen bei den beiden Thiolen 4-NTP und 
4-MBS aus Kapitel 4.3.1 Effekte dieser Proben sind.  
 
Abbildung 63 Auftragung der SERS-Peak-Position gegen die Konzentration des Analyten. 
Die Daten stammen aus den Messungen von AD, Ru(bipy)3 und SRB aus 
dem Kapitel 4.3.1 der Abbildung 53 bis Abbildung 55. Die roten Quadrate 
sind die Intensitätsmaxima aus den Messungen im analysierten Raman-
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Verschiebungsbereich mit den maximalen Fehlern (LabVIEW-
Analyseprogramm). Die blauen Kreise sind die Peak-Positionen der SERS-
Banden, die aus den Fits der jeweiligen SERS-Banden (gemitteltes Spekt-
rum aus sechs einzelnen Spektren) bei der jeweiligen Konzentration be-
stimmt wurden. 
4-NTP zeigt für die SERS-Bande bei 1182 cm-1 keine Verschiebung, nur eine Schwankung 
der Peak-Position, es ist kein Trend in den Peakposition zu beobachten (Abb. 64 E). Für den 
Peak bei 1080 cm-1 liegt die maximalen Verschiebungen bei 1,4 cm-1 und ist somit nur sehr 
gering ausgeprägt. Für 1111 cm-1 und 1572 cm-1 wurden eine deutliche Verschiebungen von 
um die 4,6 cm-1 und 4,9 cm-1 bei einer Konzentrationsänderung von 7 10-4 M auf 4 10-6 M und 
7 10-4 M auf 4 10-7 M festgestellt (Tabelle 16). Wie in Abbildung 64 B, D und H zu sehen ist, 
kann bei einer logarithmischen Auftragung der Konzentration in erster Näherung ein linearer 
Fit der Messdaten nach Gl. 51 durchgeführt werden. Die Werte für die Parameter a und b der 
jeweiligen Fit-Graden sind in (Tabelle 16) aufgeführt.  
Gl. 51 ?̃?𝑃𝑒𝑎𝑘 = 𝑎 ∙ log(𝑐𝐴𝑛𝑎𝑙𝑦𝑡) + 𝑏 
Die größte Verschiebung, die in dieser Arbeit gemessen wurde, zeigt die Streckschwingung 
der Nitrogruppe von 4-NTP bei 1344 cm-1. Sie zeigt einen maximalen Peak-
Positionsunterschied von 20 cm-1 (Fit-Positionen). Dabei muss beachtet werden, dass die Ver-
schiebung der SERS-Bande drei Bereiche zeigt. Zwischen 1 10-3 M und 1 10-4 M ist nur eine 
geringere Verschiebung der Peak-Position zu beobachten. Im Bereich von 1 10-4 M bis 
2 10-6 M wurde die größte Veränderung der Peak-Position mit der Konzentration beobachtet. 
In diesen beiden Bereichen verschiebt sich die Bandenposition mit abnehmender Analytkon-
zentration zu kleineren Wellenzahlen. Hingegen wird im dritten Bereich von 2 10-6 M bis 
2 10-7 M eine Verschiebung zu größeren Wellenzahlen beobachtet. Werden die Verschiebun-
gen der Banden bei 1080 cm-1, 1111 cm-1 und 1572 cm-1 sowie die ersten beiden Bereiche der 
Verschiebung der Bande bei 1344 cm-1 betrachtet, so wurde immer eine Verschiebung der 
Peak-Position von größeren zu kleineren Wellenzahlen bei der Konzentrationsverringerung 
beobachtet. Damit wird für dieselben Schwingungen bei niedrigeren Konzentration auch we-
niger Energie zur Anregung dieser Schwingungen benötigt.  
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Abbildung 64 Auftragung der SERS-Peak-Position gegen die Konzentration von 4-NTP. 
Die Daten stammen aus den Messungen von 4-NTP aus dem Kapitel 4.3.1 
aus der Abbildung 56. Die roten Quadrate sind die Intensitätsmaxima aus 
den Messungen im analysierten Raman-Verschiebungsbereich mit den ma-
ximalen Fehlern (LabVIEW-Analyseprogramm). Die blauen Kreise sind die 
Peak-Positionen der SERS-Banden, die aus den Fits der jeweiligen SERS-
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Banden (gemitteltes Spektrum aus sechs einzelnen Spektren) bei der jewei-
ligen Konzentration bestimmt wurden. Die grüne Linie ist der lineare Fit der 
Peak-Verschiebung der Datenpunkte, die die Linie umfasst. 
Im Vergleich zu 4-NTP zeigen alle ausgewerteten SERS-Banden von 4-MBS eine Verschie-
bung der Peak-Position. Alle folgen dem gleichen Muster, die Wellenzahl nimmt mit der Kon-
zentration des Analyten ab. Bei der Schwingung bei 1076 cm-1 wird zudem derselbe Effekt 
wie bei 4-NTP bei 1344 cm-1 beobachtet, dass ab einer bestimmten Konzentration mit sinken-
der Konzentration eine Verschiebung der SERS-Bande wieder zu größeren Wellenzahlen beo-
bachtet wird. Die maximalen Verschiebungen der SERS-Banden liegen hier zwischen 2,6 cm-1 
und 8,6 cm-1 (Tabelle 16), wobei die SERS-Bande bei 1585 cm-1 bei diesem Molekül die 
größte Verschiebung zeigt. 
Da beide Thiol-Moleküle den Effekt der Verschiebung von SERS-Banden bei der Konzentra-
tionsänderung des Analyten zeigen, aber AD, Ru(bipy)3 und SRB nicht, stellt sich die Frage, 
ob es ein Effekt der Thiol-Funktionalität der Moleküle ist. Aus der Literatur ist für Dimethyl-
dithiolkolenstoffsäure [115] bekannt, dass es ebenfalls Verschiebung von einer SERS-Bande 
bei Veränderung der Konzentration zeigt. Darüber hinaus wurden Verschiebungen von SERS-
Banden bei Thiolen beobachtet, die als Reportermoleküle (konstante Thiol-Konzentration) 
dienen, wie z.B. 4-Aminothiophenol,[111, 113] 4-MBS,[112, 114, 116, 117] 5,5′-Dithiobis(2-
nitrobenzoic acid) [118] oder 5,5′-Dithiobis(succinimidyl-2-nitrobenzoat).[116] Aus diesem 
Grund wurden die Konzentrationsreihen von vier weiteren Thiolen mit unterschiedlicher mo-
lekularer Struktur aufgenommen (Abbildung 66). Bei diesen Thiolen handelt es sich um 4-
(tert-Butyl)thiophenol (4-TBTP), Cyclohexanthiol (CHT), 1-Pentanthiol (1-PT) und 
1-Hexanthiol (1-HT). 
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Abbildung 65 Auftragung der SERS-Peak-Position gegen die Konzentration von 4-MBS. 
Die Daten stammen aus den Messungen von 4-MBS aus dem Kapitel 4.3.1 
aus der Abbildung 57. Die roten Quadrate sind die Intensitätsmaxima aus 
den Messungen im analysierten Raman-Verschiebungsbereich mit den ma-
ximalen Fehlern (LabVIEW-Analyseprogramm). Die blauen Kreise sind die 
Peak-Positionen der SERS-Banden, die aus den Fits der jeweiligen SERS-
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Banden (gemitteltes Spektrum aus sechs einzelnen Spektren) bei der jewei-
ligen Konzentration bestimmt wurden. Die grüne Linie ist der lineare Fit der 
Peak-Verschiebung der Datenpunkte, die die Linie umfasst. 
 
Abbildung 66 Strukturformeln der sechs vermessenen Thiole A) 4-NTP, B) 4-MBS, C) 
4-TBTP, D) CHT, E) 1-PT und F) 1-HT. 
4-TBTP hat im Vergleich zu 4-NTP und 4-MBS an der Position vier eine Elektronen schie-
bende Gruppe. Für 4-TBTP konnten nur die SERS-Banden bei 1073 cm-1 und 1586 cm-1 aus-
gewertet werden (Abbildung 67 A bis C), da alle anderen Banden zu schwach vom Signal her 
waren. Für beide Peaks wurde eine Verschiebung der Banden-Position um maximal 1,9 cm-1 
und 4,8 cm-1 beobachtet  (Tabelle 16). Somit zeigen alle drei Thiophenol-Derivate eine Ver-
schiebung der SERS-Banden um 1075 cm-1 und 1580 cm-1. 
CHT weist einen zyklischen Ring auf, aber kein delokalisiertes Elektronensystem. Es bildet 
ein Zwischenstück zwischen den Thiophenol- und Thioalkan-Derivaten. Aus Vormessungen 
von CHT, 1-PT und 1-HT konnte der Messbereich mit den intensivsten Peaks mit einem Be-
reich von ca. 600 cm-1 bis 1300 cm-1 für die Messungen ausgewählt werden. Für CHT konn-
ten in diesem Bereich vier SERS-Banden analysiert werden, von denen nur die SERS-Peaks 
bei 710 cm-1 und 1024 cm-1 eine Verschiebung zeigen. Die größte Verschiebung von 7,6 cm-1 
wurde bei dem SERS-Peak bei 710 cm-1 beobachtet. 
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Abbildung 67 Auftragung der SERS-Peak-Position gegen die Konzentration von 4-TBTP. 
Die roten Quadrate sind die Intensitätsmaxima aus den Messungen im ana-
lysierten Raman-Verschiebungsbereich mit den maximalen Fehlern 
(LabVIEW-Analyseprogramm). Die blauen Kreise sind die Peak-Positionen 
der SERS-Banden, die aus den Fits der jeweiligen SERS-Banden (gemittel-
tes Spektrum aus vier einzelnen Spektren) bei der jeweiligen Konzentration 
bestimmt wurden. Die grüne Linie ist der lineare Fit der Peak-Verschiebung 
der Datenpunkte, die die Linie umfasst. Messung von Testpunkten am LMA 
(DZ = 60 s; GT = 1800 L mm-1) und präpariert nach der Standardmethode 
(AgNP-3). 
Die letzten zwei gemessen Thiole sind 1-PT und 1-HT, beides Alkan-Derivate. Für die beiden 
Analyten sind jeweils nur zwei SERS-Banden ausgewertet worden, weil sie von allen hier 
vorgestellten Analyten die schwächsten SERS-Signale liefern. Genauso wie CHT zeigen die 
Thio-Alkane eine SERS-Verschiebung bei der SERS-Bande um 700 cm-1 (Abbildung 69 A & 
B und Abbildung 70 A & B). Dabei ist bei diesen Messungen neben dem einfachen Fit des 
Peaks der jeweiligen Konzentration noch eine Deconvolution des Peaks durchgeführt worden, 
weil dieser von einem zweiten überlagert wird. Dabei zeigte sich, dass die Daten aus der De-
convolution besser mit den Messdaten übereinstimmten als die Daten des einfachen Peak-Fits. 
Die prinzipielle Aussage der Verschiebung bleibt in beiden Fällen dieselbe, bloß mit anderen 
Werten für a und b beim linearen Fit.  
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Abbildung 68 Auftragung der SERS-Peak-Position gegen die Konzentration von CHT. Die 
roten Quadrate sind die Intensitätsmaxima aus den Messungen im analysier-
ten Raman-Verschiebungsbereich mit den maximalen Fehlern (LabVIEW-
Analyseprogramm). Die blauen Kreise sind die Peak-Positionen der SERS-
Banden, die aus den Fits der jeweiligen SERS-Banden (gemitteltes Spekt-
rum aus vier einzelnen Spektren) bei der jeweiligen Konzentration bestimmt 
wurden. Die grüne Linie ist der lineare Fit der Peak-Verschiebung der Da-
tenpunkte, die die Linie umfasst. Messung von Testpunkten am LMA (DZ = 
60 s; GT = 1800 L mm-1) und präpariert nach der Standardmethode 
(AgNP-3). 
Damit kann festgehalten werden, dass alle hier gemessen Thiole mindestens bei einer SERS-
Bande eine Verschiebung zeigen. Bei den Thio-Phenolen ist es die Kombinationsschwingung 
um 1580 cm-1 oder die Kombinationsschwingung um 1075 cm-1 und bei den aliphatischen 
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Verbindungen ist es die S-C Steckschwingung (um 705 cm-1). Aus diesen und den Befunden 
aus der Literatur [115] kann verallgemeinert werden, dass Thiolverbindungen bei SERS-
Messungen mit unterschiedlichen Konzentration mindestens eine SERS-Bande zeigen, die 
sich in ihrer Peak-Position verschiebt. Diese Verschiebungen für diese drei Banden liegen 
zwischen 1,4 cm-1 und 9,6 cm-1 in der maximalen Verschiebung bei den hier vermessenen 
Verbindungen. Damit könnte die Bestimmung der Peak-Position neben der Peak-Intensität als 
Konzentrationsbestimmungsmethode für Thiolverbindungen verwendet werden. 
 
Abbildung 69 Auftragung der SERS-Peak-Position gegen die Konzentration von 1-PT. Die 
roten Quadrate sind die Intensitätsmaxima aus den Messungen im analysier-
ten Raman-Verschiebungsbereich mit den maximalen Fehlern (LabVIEW-
Analyseprogramm). Die blauen Kreise sind die Peak-Positionen der SERS-
Banden, die aus den Fits der jeweiligen SERS-Banden (gemitteltes Spekt-
rum aus vier einzelnen Spektren) bei der jeweiligen Konzentration bestimmt 
wurden. Die grüne Linie ist der lineare Fit der Peak-Verschiebung der Da-
tenpunkte, die die Linie umfasst. Die orangen Rauten sind die Peak-
Positionen aus der Deconvolution und die lila Line ist die dazugehörige Fit-
Grade. Messung von Testpunkten am LMA (DZ = 60 s; GT = 1800 L mm-1) 
und präpariert nach der Standardmethode (AgNP-3). 
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Abbildung 70 Auftragung der SERS-Peak-Position gegen die Konzentration von 1-HT. 
Die roten Quadrate sind die Intensitätsmaxima aus den Messungen im ana-
lysierten Raman-Verschiebungsbereich mit den maximalen Fehlern 
(LabVIEW-Analyseprogramm). Die blauen Kreise sind die Peak-Positionen 
der SERS-Banden, die aus den Fits der jeweiligen SERS-Banden (gemittel-
tes Spektrum aus vier einzelnen Spektren) bei der jeweiligen Konzentration 
bestimmt wurden. Die grüne Linie ist der lineare Fit der Peak-Verschiebung 
der Datenpunkte, die die Linie umfasst. Die orangen Rauten sind die Peak-
Positionen aus der Deconvolution. Messung von Testpunkten am LMA (DZ 
= 60 s; GT = 1800 L mm-1) und präpariert nach der Standardmethode 
(AgNP-3). 
Da ja neben den Messungen mit den negativen Silbernanopartikeln auch noch zwei Konzent-
rationsreihen mit positiven Silbernanopartikeln gemessen wurden, wurden diese ebenfalls 
analysiert. Dabei wurden sowohl bei AD als auch bei SRB Verschiebungen je einer SERS-
Bande beobachtet. Die maximale Verschiebung bei AD beträgt 2,7 cm-1 (Tabelle 16) und folgt 
dem Trend der Thiolverbindungen der Verschiebung zu kleineren Wellenzahlen bei kleineren 
Konzentrationen. Bei SRB wurde eine maximale Verschiebung von 5,0 cm-1 beobachtet 
(Tabelle 16), die anders als bei allen anderen hier betrachteten Molekülen eine Verschiebung 
zu größeren Wellenzahlen mit abnehmender Konzentration zeigt. Damit hängt die Beobach-
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tung des Verschiebungseffektes nicht nur von den analysierten Molekülen ab, sondern auch 
von der Oberflächenbeschaffenheit der genutzten Nanopartikel.  
 
Abbildung 71 Auftragung der SERS-Peak-Position gegen die Konzentration von AD und 
SRB. Die Daten stammen aus den Messungen von AD und SRB aus dem 
Kapitel 4.3.1 aus der Abbildung 59. Die roten Quadrate sind die Intensi-
tätsmaxima aus den Messungen im analysierten Raman-
Verschiebungsbereich mit den maximalen Fehlern (LabVIEW-
Analyseprogramm). Die blauen Kreise sind die Peak-Positionen der SERS-
Banden, die aus den Fits der jeweiligen SERS-Banden (gemitteltes Spekt-
rum aus vier einzelnen Spektren) bei der jeweiligen Konzentration bestimmt 
wurden. Die grüne Linie ist der lineare Fit der Peak-Verschiebung der Da-
tenpunkte, die die Linie umfasst. 
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Tabelle 16 Werte für die maximale (?̃?𝐹𝑖𝑡−𝑚𝑎𝑥) und minimale (?̃?𝐹𝑖𝑡−𝑚𝑖𝑛) Peak-Position 
der Analyten mit den dazu gehörigen Konzentrationen (𝑐𝐹𝑖𝑡−𝑚𝑎𝑥 und 
𝑐𝐹𝑖𝑡−𝑚𝑖𝑛) und den jeweiligen maximalen Verschiebungen (∆?̃?𝑚𝑎𝑥−𝐹𝑖𝑡). so-
wie die Werte für  𝑎 und 𝑏 aus den linearen Fitfunktionen der Verschiebun-
gen. Alle Werte stammen aus Abbildung 63 bis Abbildung 65 und Abbil-
dung 67 bis Abbildung 71. Die hier dargestellten Werte sind gerundet. 
Analyt ?̃?𝐹𝑖𝑡−𝑚𝑎𝑥 ?̃?𝐹𝑖𝑡−𝑚𝑖𝑛 𝑐𝐹𝑖𝑡−𝑚𝑎𝑥 𝑐𝐹𝑖𝑡−𝑚𝑖𝑛 ∆?̃?𝑚𝑎𝑥−𝐹𝑖𝑡 𝑎 𝑏 
AD (733 cm-1) 734,9 733,5 2 10-6  7 10-4 1,4 -- -- 
Ru(bipy)3 (1041 cm
-1) 1041,2 1040,9 4 10-4  9 10-7 0,3 -- -- 
Ru(bipy)3 (1316 cm
-1) 1316,6 1315,4 4 10-4  2 10-7 1,2 -- -- 
Ru(bipy)3 (1487 cm
-1) 1486,9 1486,7 8 10-6  8 10-7 0,2 -- -- 
SRB (1279 cm-1) 1279,4 1278,3 1 10-4  6 10-7 1,1 -- -- 
SRB (1649 cm-1) 1648,9 1647,8 4 10-5  4 10-7  1,1 -- -- 
4-NTP (1080 cm-1) 1080,2 1078,8 1 10-3  4 10-7  1,4 0,99 1083,09 
4-NTP (1111 cm-1) 1113,7 1109,1 7 10-4  4 10-6  4,6 2,33 1121,41 
4-NTP (1182 cm-1) 1182,9 1181,3 2 10-6  1 10-3  1,6* -- -- 
4-NTP (1344 cm-1) 1350,5 1330,3 1 10-3  2 10-6  20,2 11,99 1394,96 
4-NTP (1572 cm-1) 1574,5 1569,6 7 10-4  4 10-7  4,9 1,84 1581,12 
4-MBS (1075 cm-1) 1076,7 1074,1 1 10-3  4 10-7  2,6 2,24 1083,65 
4-MBS (1143 cm-1) 1143,6 1139,1 1 10-3  1 10-5  4,5 4,01 1156,79 
4-MBS (1184 cm-1) 1184,3 1180,5 7 10-4  2 10-6  3,8 1,28 1187,99 
4-MBS (1483 cm-1) 1483,3 1480,7 1 10-3  4 10-6  2,6 1,60 1488,10 
4-MBS (1585 cm-1) 1589 1580,4 7 10-4  1 10-7  8,6 2,10 1594,18 
4-TBTP (1073 cm-1) 1074,6 1072,7 7 10-4  7 10-6  1,9 1,27 1078,87 
4-TBTP (1586 cm-1) 1587,5 1582,7 7 10-4  4 10-6  4,8 2,42 1596,13 
HCT (710 cm-1) 711,0 703,6 1 10-3  2 10-6  7,4 3,28 721,96 
HCT (847 cm-1) 848,1 847,3 7 10-4  1 10-5  0,8 -- -- 
HCT (990 cm-1) 990,7 989,8 2 10-4  1 10-5  0,9 -- -- 
HCT (1024 cm-1) 1024,5 1022,9 7 10-4  1 10-5  1,6 1,07 1028,25 
1-PT (695 cm-1) 695,1 687,5 1 10-3  2 10-5  7,6 4,53 708,79 
1-PT (695 cm-1/ Deconvolution) 696,1 690,7 1 10-3  1 10-5  5,4 3,49 707,41 
1-PT (1107 cm-1) 1106,2 1104,8 7 10-4  2 10-5  1,4 -- -- 
1-HT (695 cm-1) 696,5 686,9 1 10-3  1 10-5  9,6 5,16 712,32 
1-HT (1111 cm-1) 1111,7 1111 1 10-5  4 10-5  0,7 -- -- 
AD (733 cm-1/ AgNP+) 732,7 730,0 1 10-3  1 10-6  2,7 0,90 735,35 
SRB (1279 cm-1/ AgNP+) 1284,7 1279,7 5 10-8  4 10-4  5 -1,21 1274,87 
SRB (1649 cm-1/ AgNP+) 1647,7 1646 2 10-4  7 10-7  1,7* -- -- 
* = Zeigen Unterschiede in den Bandenpositionen größer 1,4 cm-1 sind aber keine Verschie-
bungen der Banden mit einem Trend. 
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Die Verschiebungen bei den Thiolen werden auf unterschiedliche Effekte zurückgeführt. Der 
am häufigsten angegebene Effekt in der Literatur ist der mechanische Stress.[111-113, 116, 
118] Dieser Effekt wird immer dann beobachtet, wenn eine zusätzliche Kraft auf die Thiole 
wirkt, z.B. wenn es gestaucht wird. In den Literaturstellen wird diese Kraft z.B. durch das 
große Gewicht der an die Thiole gebundenen Antikörper oder Antikörper mit Antigen hervor-
gerufen.[111, 113, 116, 118] Da in den hier gemachten Messungen keine Antikörper oder an-
dere große Moleküle an die Thiole gebunden sind, kann dieser mechanische Stress ausge-
schlossen werden. Ein weiter Faktor, der für 4-MBS schon beobachtet wurde, ist, dass wenn 
ein kleines Molekül wie Anilin zu AgNP-4-MBS SERS-Material gegeben wird, sich eine Ver-
schiebung der SERS-Banden aufgrund der intermolekularen Wasserstoffbrückenbindungen 
zwischen dem AgNP-4-MBS Komplex und Anilin zeigt.[114] Da keine weiteren Moleküle zu 
den Proben hinzugesetzt wurden, ist auch dieser Effekt unwahrscheinlich.  
Ein Beispiel für eine SERS-Verschiebung ohne den Einfluss zusätzlicher anderer Moleküle 
oder Veränderung der Randbedingungen sondern nur durch die Veränderung der Konzentrati-
on des Thiols auf dem SERS-Substrat, ist für Dimethyldithiolkolenstoffsäure bekannt.[115] 
Dabei wird die Verschiebung der betrachteten SERS-Bande damit erklärt, dass bei geringeren 
Thiol Konzentrationen das Thiol-Molekül mehr Platz hat. Damit hat es für die Schwingungen 
mehr Freiheitsgrade und benötigt daher mehr Energie, um die betrachtete Schwingung anzu-
regen. Die dabei beobachtete Verschiebung der SERS-Bande ist jedoch genau entgegengesetzt 
zu den Verschiebungen, die hier beobachtet werden.  
Die Interpretation, dass der Platz, den das Molekül auf dem Nanomaterial hat, einen Einfluss 
auf die SERS-Banden haben kann, würde aber zu den hier gemachten Beobachtungen passen. 
Ein gebundenes Thiol-Molekül benötigt weniger Energie zur Anregung einer Schwingung, 
wenn es unabhängig von anderen gebundenen Thiol-Molekülen schwingen kann. Bei den 
Thiophenol-Derivaten wird davon ausgegangen, dass sie sich senkrecht zur Nanopartikelober-
fläche ausrichten (Abbildung 72). Durch das π-π-Stacking, welches mit zunehmender Kon-
zentration zunehmen würde (Abbildung 72 B), entsteht eine Kopplung der Thiophenol-
Derivate. Diese Kopplung bewirkt, dass bei allen Schwingungen, bei denen ein Biegeschwin-
gungsanteil der AgNP-S-C Bindung oder eine (SC)-Streckschwingung enthalten ist, ein An-
stieg der Schwingungsfrequenz zu beobachten sein sollte. Das trifft z.B. auf die Schwingun-
gen bei um die 1580 cm-1 (Tabelle 16) zu, welche eine Kombination aus (CC) und (AgNP-
SC) ist und auf die Schwingung bei 1077 cm-1, welche eine Kombination aus (SC) und 
Ringatemschwingung ist. Der Effekt zeigt sich auch bei Schwingungen, bei denen die Elekt-
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ronendichte im Benzolring stark variiert wird. Dies ist der Fall z.B. bei 4-NTP bei der sym-
metrischen Streckschwingung der Nitrogruppe ((NO2) ≈ 1344 cm
-1; Tabelle 16) des Mole-
küls. Durch die Kopplung des π-π-Stackings müssen immer alle Phenolmoleküle die Verände-
rung der Position des Benzolrings mit machen ((AgNP-SC) oder (SC)), was je größer die 
Anzahl an Molekülen wird immer mehr Energie benötigt um die gesamte Gruppe an Molekü-
len in die selbe Schwingung zu versetzen. Und das selbe gilt auch für die Veränderung der 
Elektronendichte im Ring. Bei 4-NTP ist durch die starke Kopplung der Moleküle die größte 
Verschiebung bei der (NO2)-Schwingung zu beobachten.  
Bei den aliphatischen Derivaten der Thiole gibt es kein π-π-Stacking, aber es treten immer 
noch die Van-der-Waals-Kräfte zwischen den Molekülen auf. Aus den SERS-Spektren der 
aliphatischen Thiole kann abgeleitet werden (SERS-Bande um die 700 cm-1 ≈ (SC)), dass 
sich die Moleküle näherungsweise aufrecht zur Nanopartikeloberfläche ausgerichtet haben 
(Abbildung 72 C &D).[44] Dabei zeigt sich, dass die SC-Streckschwingung ((SC) ≈ 
700 cm-1; Tabelle 16) genau wie bei den Thiophenolen eine Verschiebung zeigt, da auch hier 
die Gruppenstruktur der Moleküle durch die (SC)-Streckschwingung stark beeinflusst wird. 
Hingegen zeigt die CC-Streckschwingung ((CC) ≈ 1115 cm-1; Tabelle 16) keine oder nur 
eine sehr geringe Verschiebung.  
Somit werden immer dann Verschiebungen von Bandenpositionen bei SERS-
Konzentrationsreihen-Messungen von Thiol-Analyten beobachtet, wenn sich die Moleküle 
stark gegenseitig beeinflussen und sich bei einer Schwingung die Gruppenstruktur der Thiole 
mitbewegen muss.  
Bei AD und SRB sind die Verschiebungen auf einen anderen Effekt zurückzuführen. Es kann 
davon ausgegangen werden, dass die Wasserstoffbrückenbindungen vom Polymer mit AD und 
SRB die Ursache für die Verschiebung sind. Wie in Abbildung 43 dargestellt, hat der pH-Wert 
einen starken Einfluss auf die SERS-Bandenposition von AD. Ein Erklärungsansatz ist mit 
abnehmender Konzentration von AD wird der Einfluss des Polymers immer stärker, was einer 
pH-Wert Abnahme entspricht und die SERS-Bande der Ringatemschwingung von AD zu 
kleineren Wellenzahlen verschiebt. Aus der Literatur ist bekannt, dass die SERS-
Signalintensität von SRB ebenfalls stark vom pH-Wert beeinflusst wird,[101] damit liegt die 
Annahme nahe, dass auch die Position der SERS-Banden von SRB pH-Wert beeinflusst sein 
könnten. Bei SRB scheint der gleiche Effekt aufzutreten, nur dass hier die SERS-Bande bei 
1279 cm-1 zu größeren Wellenzahlen verschoben wird. 
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Abbildung 72 Veranschaulichung der Interaktion der Thiol-Moleküle auf den Nanoparti-
keln, A) Thiophenol-Derivate und B) aliphatische Thiole. 
4.5 Auftrennung von Proben auf µPADs 
Bisher wurden in dieser Arbeit Analysen von Einkomponentensystemen dargestellt. Um in 
Richtung realer Proben zu gehen, wurden Mischungen mit einem kombinierten Ansatz für die 
Detektion von mehreren Analyten untersucht.  
4.5.1 Chromatographisches Verhalten verschiedener Analyten 
Zur Analyse von Mischungen wurden für ein besseres Verständnis des Analysesystems zu-
nächst die Einzelkomponenten analysiert. Als Modellsystem wurden Mischungen aus AD, 
Ru(bipy)3 und SRB untersucht.  Als Analysesystem für Mischungen sind µPADs der Form in 
Abbildung 73 verwendet worden. Es sind drei verschiedene Beschichtungsvarianten genutzt 
worden. Diese Varianten sind von oben nach unten in Abbildung 73 B dargestellt, die voll 
beschichteten µPDAs, die Ein-Zonen-beschichteten µPADs und unbeschichtete µPADs. Für 
die Auswertungen der kompletten Chromatogramme, wie sie in Abbildung 74 dargestellt wer-
den, wurden alle drei µPAD-Typen vor einer SERS-Messung voll beschichtet, wenn sie nicht 
schon voll beschichtet waren. Ohne Beschichtung mit Nanopartikeln wäre kein Signal der 
Analyten zu beobachten. 
In der Abbildung 74 sind die SERS-Chromatogramme von AD, Ru(bipy)3 und SRB auf den 
drei verschiedenen Typen von µPADs dargestellt. Für AD zeigt sich eine starke Beeinflussung 
der Chromatographie auf den µPADs mit der Nanopartikelbeschichtung. Bei einer vollen Be-
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schichtung wird AD am Auftragungspunkt (Punkt B) adsorbiert und wird nicht mit dem Lö-
sungsmittel transportiert. Bei einer Ein-Zonen-Beschichtung wird AD bis zu dem Punkt, der  
 
Abbildung 73 A) Layout der µPADs mit Größenangabe, Bezeichnung der einzelnen Zonen 
und Angabe der Fließrichtung des Lösungsmittels (roter Feil). B) Foto von 
drei µPADs mit den drei verwendeten Nanopartikel-Beschichtungen. Von 
oben nach unten: voll beschichtetes µPDA, Ein-Zonen-beschichtetes µPAD 
und unbeschichtetes µPAD. 
mit Nanopartikeln beschichtet ist, transportiert (Zone C) und nicht weiter. Wird ein unbe-
schichtetes µPAD benutzt, so zeigt sich auch nach dem Punkt C ein Signal von AD. Dieses 
Verhalten von AD passt gut zur hohen Adsorptionskonstanten aus Tabelle 13 und dazu, dass 
AD eine mittlere Affinität zum verwendeten Papier aufweist. Ru(bipy)3 weist bei dem hier 
verwendeten Papier-Nanopartikel-System keine signifikante Beeinflussung der Chromato-
gramme durch unterschiedliche Nanopartikelbeschichtungen auf, da der positiv geladene Ru-
thenium-Komplex sowohl zu den negativen Nanopartikeln als auch zu den Hydroxylgruppen 
des Papiers eine starke Affinität aufweist. Dem gegenüber steht SRB, welches ebenfalls keine 
signifikante Beeinflussung der Chromatogramme bei unterschiedlichen Beschichtungen zeigt. 
Aber im Gegensatz zu Ru(bipy)3 wird SRB etwa bis zum Ende des µPADs durch das Lö-
sungsmittel transportiert. Dies kann auf die geringe Affinität des negativen SRBs zu den nega-
tiven Nanopartikeln und den Hydroxylgruppen des genutzten Papiers zurückgeführt werden. 
Für Ru(bipy)3 und SRB können im gemessenen Wellenzahlbereich mehrere SERS-Banden 
ausgewertet werden. Dabei werden dieselben Banden ausgewertet wie für die Konzentrati-
onsmessungen (Kapitel 4.3). In Abbildung 75 sind diese Banden dargestellt und es ergeben 
sich für diese Banden von Ru(bipy)3 und SRB annähernd die gleichen Chromatogramme wie 
in Abbildung 74. Die Unterschiede liegen meist bei Schwankungen des Signals in den Berei-
chen des µPADs, in denen sich der Analyt nicht befindet. Damit kann jede ausreichend inten-
sive SERS-Bande für die Auswertung der Chromatogramme genutzt werden. 
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Abbildung 74 Chromatogramme von AD (c = 10-4 M), Ru(bipy)3 (c = 10
-4
 M) und SRB (c 
= 10-5 M). Aufgetragen sind die normierten Signalflächen der SERS-Banden 
(Normierung auf das höchste Signal eines jeden einzelnen Chromatogramm-
Bereichs; AD 734 cm-1/ Ru(bipy)3 1041 cm
-1/ SRB 1649 cm-1). Die Mes-
sungen erfolgten auf den µPAD-Typen aus Abbildung 73 B. Die Präparation 
der µPADs erfolgte nach der Präparation aus Kapitel 3.5 für µPADs und die 
SERS-Messungen erfolgten am LMA (DZ = 60 s; GT = 1800 L mm-1). Es 
sind 22 Messungen im Abstand von 1 mm in einer Line gemessen worden. 
Die blauen Linen sind gemessen auf voll-beschichteten µPADs, die roten 
auf Ein-Zonen-beschichteten µPADs und die grünen auf unbeschichteten 
µPADs. 
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Abbildung 75 Chromatogramme von Ru(bipy)3 (c = 10
-4
 M) und SRB (c = 10-5 M) aufge-
tragen sind die normierten Signalflächen der SERS-Banden (Normierung 
auf das höchste Signal eines jeden einzelnen Chromatogramm-Bereichs; 
Ru(bipy)3 1316 cm
-1 und 1487 cm-1/ SRB 1279 cm-1). Die Messungen er-
folgten auf den µPAD-Typen aus Abbildung 73 B. Die Präparation der 
µPADs erfolgt nach einer der Präparation aus Kapitel 3.5 für µPADs und die 
SERS-Messungen erfolgten am LMA (DZ = 60 s; GT = 1800 L mm-1). Es 
sind 22 Messungen im Abstand von 1 mm in einer Line gemessen worden. 
Die blaue Line sind gemessen auf voll beschichteten µPADs, die roten auf 
Ein-Zonen beschichteten µPADs und die grünen auf unbeschichteten 
µPADs. 
Da AD einen signifikanten Einfluss der verschiedenen Beschichtungen auf die Chromato-
gramme zeigt, wurde für AD getestet, was passiert, wenn bei einem Ein-Zonen-beschichten 
µPAD die Nanopartikel-Zone verschoben wird. Die Nanopartikel-Zone wurde einmal um ei-
nen 1 mm in Richtung Zone B verschoben und einmal um 1 mm in Richtung Zone D ver-
schoben (Änderung der Layouts der µPADs). Als Ergebnis der Verschiebung der Zone C ist 
eine Verschiebung des Maximums des AD-Chromatographie-Peaks im gleichen Maße der 
Verschiebung der Zone C zu beobachten (1 mm, Abbildung 76). Somit ist es möglich, AD an 
einem definierten Punkt auf dem µPAD zu adsorbieren und es dort zu detektieren. 
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Abbildung 76 Chromatogramme von AD (c = 10-4 M). Aufgetragen sind die normierten 
Signalflächen der SERS-Bande bei 734cm-1 (Normierung auf das höchste 
Signal eines jeden einzelnen Chromatogramm-Bereichs). Die Messungen 
erfolgten auf Ein-Zonen-beschichten µPADs aus Abbildung 73 B. Die Prä-
paration der µPADs erfolgte nach der Präparation aus Kapitel 3.5 für Ein-
Zonen-beschichte µPADs und die SERS-Messungen erfolgten am LMA (DZ 
= 60 s; GT = 1800 L mm-1). Es sind 22 Messungen im Abstand von 1 mm in 
einer Line gemessen worden. Die Punkte der blauen Line wurden gemessen 
auf einem µPAD mit Zone C -1 mm, die der roten auf einem µPAD mit Zo-
ne C 0 mm und die der grünen auf einem µPAD mit Zone C +1 mm. 
Ebenfalls wurde überprüft, welchen Einfluss die positiv geladenen Nanopartikel auf die 
Chromatographie haben. Zu diesem Zweck wurden Messungen auf Ein-Zonen und voll-
beschichteten µPADs durchgeführt. Eine Besonderheit stellt dabei die Vollbeschichtung bei 
Ru(bipy)3 dar, da Ru(bipy)3 kein SERS-Signal auf den positiven Silbernanopartikeln gibt und 
aus den vorhergehenden Messungen angenommen wird, dass nur eine geringe Affinität zwi-
schen den positiven Silbernanopartikeln und Ru(bipy)3-Molekülen besteht. Daher wurden die 
positiv geladenen Nanopartikel nur bis zur Zone C aufgetragen, ab einschließlich Zone C bis 
zum Ende des µPADs wurden die negativen Nanopartikel aufgetragen. In Abbildung 77 sind 
die Messungen der drei Analyten dargestellt. Wie leicht zu erkennen ist, zeigen die drei Ana-
lyten stark veränderte Chromatogramme zu den mit negativen Nanopartikeln gemessenen 
µPADs in Abbildung 74. AD zeigt sowohl für die Ein-Zonen als auch für voll-beschichteten 
µPADs, dass der Analyt weiter in Richtung Zone D transportiert wird und nicht dort komplett 
adsorbiert wird, wo er auf Nanopartikel trifft. Dennoch wird das höchste Signal von AD an 
etwa denselben Positionen wie bei den µPADs mit den negativen Nanopartikeln beobachtet. 
Bei Ru(bipy)3 kann im Bereich der positiven Nanopartikel auf dem µPAD kein Signal für den 
Analyten identifiziert werden. Dafür zeigt sich direkt am Anfang der negativen Nanopartikel 
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im Bereich von 11 mm bis 14 mm ein identifizierbares Signal des Rutheniumkomplexes. So-
mit werden die Moleküle, sobald sie den Bereich mit positiven Nanopartikeln verlassen ha-
ben, von den negativen Nanopartikeln und dem Papier adsorbiert. Bei SRB ist auf den positi-
ven Nanopartikeln ein ähnliches Verhalten wie bei AD auf den negativen Nanopartikeln zu 
beobachten. Bei einem voll-beschichteten µPAD bleibt SRB zum größten Teil an der Startpo-
sition stehen und bei einem Ein-Zonen-beschichteten µPAD wird der größte Teil direkt an der 
Zone C festgehalten. Werden die Daten aus den Chromatogrammen (Abbildung 74 & Abbil-
dung 77) mit denen aus den Konzentrationsmessungen in Kapitel 4.3.1 verglichen ergeben 
sich verschiedene Punkte. AD und Ru(bipy)3 werden aufgrund ihrer verringerten Affinitäten 
zu den positiven Nanopartikeln auf den µPADs weiter transportiert. Dieser Effekt ist in beiden 
Fällen auf die starke positive Oberflächenladung der Nanopartikel zurückzuführen, welche 
AD und Ru(bipy)3 abstoßen. Zudem kann davon ausgegangen werden, dass die Polymerbe-
schichtung an die Nanopartikel gebunden ist und dass sich diese Nanopartikel nicht sonder-
lich auf dem Papier bewegen, wenn sie getrocknet sind, da ansonsten die Bande des Ru(bipy)3 
noch weiter in Richtung Zone D verschoben wäre. Bei SRB wurde zwar nur einge geringe 
Adsorptionskonstante bei Messungen mit positiven Nanopartikeln bestimmt, aber wie schon 
im Kapitel 4.3.1 dargelegt, können diese Werte für KL-SRB auch zu klein sein. Dies würde zu 
den hier gemachten Beobachtungen bei der Chromatographie passen, dass die Moleküle stär-
ker von den Nanopartikelbereichen zurückgehalten werden. Dieses Rückhalte-Verhalten kann 
nur auf die erhöhte Affinität von SRB zu den positiven Nanopartikeln zurückgeführt werden. 
Dies würde zudem mit den Messungen aus Abbildung 44 in Einklang stehen, nach denen bei 
noch höheren Polymerkonzentrationen auf der Nanopartikeloberfläche das SERS-Signal von 
SRB abnimmt, da weniger SRB-Moleküle nah genug an die Nanopartikel kommen, um ein 
SERS-Signal zu zeigen. Daher ist der reale Wert der Adsorptionskonstante für SRB-Moleküle, 
die ein SERS-Signal liefern, wahrscheinlich höher als der für die negativen Nanopartikel. 
Somit kommt ein ähnliches Verhalten wie bei AD zustande, was auf eine Adsorptionskonstan-
te hinweist, die in der Größenordnung zwischen AD und SRB auf negativen Nanopartikeln 
liegen sollte. Dieser Wert kann aber mit den hier genutzten Methoden nicht bestimmt werden 
und da die beiden anderen Analyten auch kein vorteilhaftes chromatographischen Verhalten 
auf den µPADs mit positiven Nanopartikeln zeigen, werden die Untersuchungen von Mi-
schungen auf den µPADs mit negativ geladenen Nanopartikeln durchgeführt. 
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Abbildung 77 Chromatogramme von AD (c = 10-4 M), Ru(bipy)3 (c = 10
-4
 M) und SRB (c 
= 10-5 M). Aufgetragen sind die normierten Signalflächen der SERS-Banden 
(Normierung auf das höchste Signal eines jeden einzelnen Chromato-
gramms im Messbereich; AD 733 cm-1/ Ru(bipy)3 1041 cm
-1/ SRB 
1649 cm-1). Die Messungen erfolgten auf den µPAD-Typen aus Abbildung 
73 B. Die Präparation der µPADs erfolgte nach der Präparation aus Kapitel 
3.5 für µPADs (Ein-Zonen oder Vollbeschichtung) und die SERS-
Messungen erfolgten am LMA (DZ = 60 s; GT = 1800 L mm-1). Bei 
Ru(bipy)3 ist die Präparation aus Kapitel 3.5 für die Vollbeschichtung abge-
wandelt worden, siehe Absatz vor dieser Abbildung. Es sind 22 Messungen 
im Abstand von 1 mm in einer Line gemessen worden. Die Punkte der blau-
en Linie wurden auf voll-beschichteten µPADs und die der roten Linie auf 
Ein-Zonen-beschichteten µPADs gemessen. 
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4.5.2 Modellsystem auf µPADs 
Als Modellsystem für eine Mischung mehrerer gelösten Komponenten wurde ein System aus 
AD, Ru(bipy)3 und SRB untersucht. Wie aus Abbildung 78 zu erkennen ist, werden die 
SERS-Spektren von Mischungen meist von dem Signal einer Komponente dominiert. Je nach 
Konzentration dominiert das Signal einer Komponente. Zudem überlagern sich die SERS-
Banden der einzelnen Analyten. Für die Auflösung der Überlagerung der drei Komponenten 
wurde die Auftrennung der Komponenten durch Chromatographie auf den µPADs verwendet.   
 
Abbildung 78 Messung von fünf Konzentrationen von AD in einer konstanten Matrix aus 
Ru(bipy)3 (c = 1 10
-5
 M) und SRB (c = 1 10-5 M) auf Testpunkten am Ra-
man-Mikroskop (LWL = 633 nm; DZ = 1 s; SPS = 10; OB = 10×; GT = 300 
L mm-1; LAS = 10 %). Mischungen I bis V haben die AD-Konzentrationen 
von c = 1 10-4 M (I), 5 10-5 M (II), 1 10-5 M (III), 5 10-6 M (IV) und 1 10-6 M 
(V). Die Präparation der Testpunkte erfolgte nach der Standardmethode. 
In Abbildung 79 und Abbildung 80 ist die Auswertung der Mischung III, in welcher alle drei 
Komponenten die gleiche Konzentration von c = 1 10-5 M aufweisen, als 3D- und 2D-
Chromatogramm dargestellt. Neben dem 3D- Chromatogramm ist nochmal ein µPAD-Streifen 
gezeigt, wie er für die Aufnahme eines kompletten Chromatogramms aussieht (Abbildung 
79). Er ist für den besseren Vergleich so skaliert, dass die Positionen im Diagramm in etwa 
mit denen auf dem µPAD übereinstimmen. Zudem sind über dem 3D-Chromatogramm noch 
die normierten SERS-Spektren von AD, Ru(bipy)3, SRB, vom Wachs des µPADs und von 
einer Untergrundmessung als Referenz aufgeführt. Weil in diesen Messungen teils ein ver-
stärkter Untergrund beobachtet wurde, sollen diese Daten der besseren Zuordnung dienen. 
Dabei ist festzustellen, dass sowohl das Wachs als auch der Untergrund einen Beitrag zum 
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Spektrum liefern. Diese Beiträge können aber durch eine geeignete Wahl der SERS-Banden 
und des ausgewerteten Bereiches der SERS-Banden kompensiert werden.  
 
Abbildung 79 3D-Chromatogramme von Mischung III Abbildung 78. Aufgetragen ist die 
Position in Millimetern gegen die Raman-Verschiebung und die Farbe gibt 
die normierte Signalintensität wieder. Die Messungen erfolgten auf Ein-
Zonen-beschichteten µPADs (Abbildung 73 B), präpariert nach der Präpera-
tion aus Kapitel 3.5 und die SERS-Messungen erfolgten am LMA (DZ = 
60 s; GT = 1800 L mm-1). Es wurden zwei Messreihen aufgenommen, die 
bei 1164 cm-1 verbunden wurden. Es sind 22 Messungen im Abstand von 
1 mm in einer Linie gemessen worden. Die Referenzspektren von AD, 
Ru(bipy)3, SRB und µPAD-Wachs sind am Raman-Mikroskop aufgenom-
men worden (LWL = 633 nm; DZ = 0,4 s bis 1 s; SPS = 10 bis 20; OB = 
10×; GT = 300 L mm-1; LAS = 10 % bis 100 %). Das Referenzspektrum des 
Untergrundes ist am LMA gemessen worden (DZ = 60 s; GT = 
1800 L mm-1). 
Das 2D-Diagramm zeigt eindeutig (Abbildung 80), dass das Signal von AD von den Signalen 
von Ru(bipy)3 und SRB abgetrennt werden kann. Zudem ist das Maximum von AD zu einer 
kleineren Position von 11 mm verschoben. Diese Verschiebung ist auf die niedrigere Konzent-
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ration zurück zu führen. Bei niedrigeren Konzentration eines Moleküls, welches stark an die 
Nanopartikel adsorbiert wird, wird aufgrund des Adporbtionsverhaltens das maximale SERS-
Signal bei kleineren Positionen im Chromatogramm beobachtet, nämlich sobald ein Bereich 
mit hoher Affinität erreicht ist. Bei höheren Konzentrationen werden die maximalen SERS-
Signale in den Bereichen mit hoher Affinität erst später erreicht (Abbildung 81 die fünf 
Chromatogramme). Der Grund dafür ist vermutlich die Belegung der Adsorptionsplätze auf 
den Nanopartikeln durch die affinen Moleküle. So werden bei niedrigeren Konzentrationen 
alle affinen Moleküle am Anfang des Nanopartikelbereiches adsorbiert. Steigt die Konzentra-
tion der Moleküle, werden immer noch ein Teil der Moleküle direkt am Anfang adsorbiert 
aber ein weiter Teil kann weiter fließen und wird dann nach und nach mit größer werdender 
Position auf den µPADs adsorbiert, bis alle Moleküle adsorbiert sind. Daher ist für die Mes-
sung der Konzentrationsreihe von AD in der Mischung die Position 11 mm auf den µPADs 
ausgewählt worden, um dort das Signal des Analyten bei verschieden Konzentrationen zu 
detektieren (Abbildung 81). Für die Messpunkte in Abbildung 81 sind je zwei µPADs gemes-
sen worden. Die Signale, die für die verschiedenen Konzentrationen von AD auf den µPADs 
gemessen wurden, zeigen im Vergleich zu denselben Konzentrationen des Analyten auf Test-
punkten nur eine Signalintensität von etwa 5 %. Dies liegt vor allem an den unterschiedlichen 
Präparationen von µPADs und Testpunkten. So ist bei den µPADs die Trockenzeit wesentlich 
länger als bei den Testpunkten und wie in Kapitel 4.2.2 beschrieben wurde, sinkt die Signalin-
tensität mit längeren Trockenzeiten stark. Trotz der geringen Signalintensitäten können die 
Daten für eine Langmuir-Isotherme aufgenommen werden. Der Fit für diese Isotherme ist 
über alle gemessen Datenpunkte berechnet worden, da nur sehr wenige Datenpunkte vorhan-
den sind. Als Adsorptionskonstante ergibt sich ein Wert von 67784 M-1, was höher ist, als die 
gemessene Adsorptionskonstante auf den Testpunkten, jedoch in einer vergleichbaren Grö-
ßenordnung. Dies kann aber an der geringen Anzahl an Datenpunkten und/oder der geringeren 
Signalintensität liegen. Somit können Aussagen über die Konzentration von Adenin in einer 
Mischung aus AD, Ru(bipy)3 und SRB gemacht werden. 
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Abbildung 80 Chromatogramme von der Mischung III Abbildung 78. Aufgetragen sind die 
normierten Signalflächen der SERS-Banden (Normierung auf das höchste 
Signal eines jeden einzelnen Chromatogramm-Bereichs). Die Messdaten 
und Präparation können der Abbildung 79 entnommen werden. Die rote Li-
nie ist AD im Bereich von 720 cm-1 bis 742 cm-1, die blaue Linie ist 
Ru(bipy)3 im Bereich von 1032 cm
-1 bis 1053 cm-1 und die grüne Linie ist 
SRB im Bereich von 1640 cm-1 bis 1660 cm-1. 
 
Abbildung 81 Messung der Konzentrationskurve von AD. Auftragung der AD-
Konzentration gegen das SERS-Signal (Fläche) der Ringatemschwingung 
von AD bei 733 cm-1. Bestimmt wurde die Fläche der SERS-Bande im Be-
reich von 720 cm-1 bis 745 cm-1 (LabVIEW-Analyseprogramm). Jeder 
Messpunkt ist der Mittelwert von zwei Einzelmessungen bei einer Position 
von 11 mm auf dem jeweiligen µPAD und der angegebene Fehler ist die 
maximale Abweichung vom Mittelwert. Die blaue Linie ist die angepasste 
Fit-Kurve. Messung von Ein-Zonen-beschichteten µPADs am LMA (DZ = 
60 s; GT = 1800 L mm-1) und präpariert nach der Standardmethode. 
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4.5.3 Freisetzungssysteme mit SERS-Messungen 
Damit ein noch breiterer Bereich an Analyten gemessen werden kann, soll in einem ersten 
Testversuch die Kombination von Freisetzungssystemen mit SERS-Messungen untersucht 
werden. Als Analyten sollen dabei Pentaerythrityltetranitrat (PETN) und 2,4,6-Trinitrotoluol 
(TNT) dienen. Als Freisetzungssysteme wurden mesoporöse Silicananopartikel mit Haptenen 
und Antikörpern als Verschlussmechanismus genutzt. Diese Nanomaterialen wurden herge-
stellt und charakterisiert von Estela Climent. Bei dem Silica-Nanomaterial für die Bestim-
mung von PETN kommt SRB als Detektionsmolekül zum Einsatz und bei dem für TNT 
kommt Ru(bipy)3 zum Einsatz. SRB und Ru(bipy)3 wurden auf negativen Silbernanopartikeln 
mit PBS Puffer (pH = 7,4) gemessen. Dabei zeigte sich, dass von SRB in der Gegenwart von 
PBS kein SERS-Signal detektiert werden konnte (Tabelle 17). Ein Vergleich mit den pH-
Wert-SERS-Messungen der Literatur [101] zeigt, dass ein größerer pH-Wert als 7 zu einem 
sehr geringen Signal führt. Für Ru(bipy)3 zeigt sich hingegen, dass ein gleich intensives 
(1487 cm-1) oder intensiveres Signal (1041 cm-1 & 1316 cm-1) beobachtet wird (Tabelle 18). 
Der pH-Wert kann bei den Messungen nicht verändert werden, da er für die einwandfreie 
Funktion der Antikörper benötigt wird. Somit wurden nur für das TNT-Freisetzungssystem 
weitere Untersuchungen durchgeführt. 
Tabelle 17 Messung von SRB (c = 1 10-5 M) und Lösungsmittel auf Testpunkten am 
LMA (DZ = 60 s; GT = 1800 L mm-1) unter verschiedenen Bedingungen. 
Die Präparation der Testpunkte erfolgte nach der Standardmethode bei SRB 
und H2O. Die Proben PBS oder H2O plus SRB wurden genauso wie die an-
deren präpariert mit dem Unterschied, dass hier zuerst 0,5 µL H2O oder PBS 
aufgetropft wurden und darauf gleich die 0,5 µL SRB-Lösung. 
Probe 
normierte Signalfläche von SRB 
1279 cm-1 auf die Probe SRB [%] 
normierte Signalfläche von SRB 
1649 cm-1 auf die Probe SRB [%] 
SRB 100 100 
H2O 10 7 
H2O + SRB 89 85 
PBS + SRB 11 9 
Tabelle 18 Messung von Ru(bipy)3 (c = 1 10
-5
 M) und Lösungsmittel auf Testpunkten 
am LMA (DZ = 60 s; GT = 1800 L mm-1). Die Präparation der Testpunkte 
erfolgte nach der Standardmethode mit dem Unterschied, dass hier zuerst 
0,5 µL H2O oder PBS aufgetropft wurden und darauf gleich die 0,5 µL 
Ru(bipy)3-Lösung. 
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Probe 
normierte Signalfläche von 
Ru(bipy)3 1041 cm
-1 auf 
die Probe H2O + Ru(bipy)3 
[%] 
normierte Signalfläche von 
Ru(bipy)3 1316 cm
-1 auf die 
Probe H2O + Ru(bipy)3 [%] 
normierte Signalfläche von 
Ru(bipy)3 1487 cm
-1 auf die 
Probe H2O + Ru(bipy)3 [%] 
H2O + Ru(bipy)3 100 100 100 
PBS + Ru(bipy)3 163 142 103 
Das Freisetzungssystem wurde auf Testpunkten und auf einem voll-beschichteten µPAD ge-
messen. In Tabelle 19 sind die Messungen des Freisetzungssystems mit Analyt und zwei Pro-
ben ohne Analyt dargestellt, in einer ähnlichen Verdünnung wie sie auch bei den Fluores-
zenzmessungen zum Einsatz gekommen sind. Bei allen drei Proben ist ein starkes Signal von 
Ru(bipy)3 zu beobachten, aber die Signalintensitäten der beiden Messungen ohne Analyt ha-
ben ein um etwa 25 % geringeres Signal als die Messung mit TNT (Tabelle 19). Damit kann 
für die Bestimmung der Analyten-Konzentration der relative Signalunterschied zwischen 
Blank und Probe verwendet werden und es wird nicht unbedingt die absolute Signalintensität 
benötigt. Dies hätte den Vorteil, dass damit z.B. Fluktuationen aufgrund von unterschiedlichen 
Nanopartikelansätzen oder veränderter Luftfeuchtigkeit von verschiedenen Messtagen ver-
nachlässigt werden könnten.  
Tabelle 19 Messung von Freisetzungspartikeln (= Pratikel) mit TNT (c = 1 ppm) oder 
Messung ohne Analyt (Blank, Lösungsmittel Partikel = PBS oder Lösungs-
mittel TNT = H2O:Methanol mit 9:1 Volumenanteilen) auf Testpunkten am 
LMA (DZ = 60 s; GT = 1800 L mm-1). Die Präparation der Testpunkte er-
folgte nach der Standardmethode mit dem Unterschied, dass hier zuerst 
0,5 µL Partikel (in der präpartieren Konzentration verwendet  Material in 
66 µL PBS) aufgetropft wurden und darauf gleich die 0,5 µL Ru(bipy)3-
Lösung. 
Probe 
normierte Signalfläche von 
Ru(bipy)3 1041 cm
-1 auf die 
Probe Partikel + TNT [%] 
normierte Signalfläche von 
Ru(bipy)3 1316 cm
-1 auf die 
Probe Partikel + TNT [%] 
normierte Signalfläche von 
Ru(bipy)3 1487 cm
-1 auf die 
Probe Partikel + TNT [%] 
Partikel + TNT 100 100 100 
Partikel + PBS 77 77 76 
Partikel + 
H2O:Methanol 
74 75 76 
Nach den Messungen auf Testpunkten wurden die Freisetzungspartikel auf µPADs getestet. 
Dabei musste festgestellt werden, dass es keinen signifikanten Unterschied zwischen den 
Messungen mit und ohne Analyt gibt. Das relative Signal, welches nach der Startbande ge-
messen wurde, hatte in beiden Fällen etwa die gleiche Fläche (Tabelle 20 Spalte 2). Somit 
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kann das Freisetzungssystem unter den so gewählten Bedingungen nicht für eine Analyse auf 
µPADs verwendet werden. Ein Vergleich mit den Fluoreszenzdaten von einem „Lateral Flow 
Reader“ zeigt dasselbe Verhalten, sowohl Analyt als auch Blank geben das gleiche Signal. 
Somit müssen die Bedingungen für die Flusssysteme noch optimiert werden, um eine Analyse 
von TNT zu ermöglichen.  
 
Abbildung 82 Chromatogramme von Partikeln mit TNT (c = 1 ppm) oder PBS. Die Mes-
sungen erfolgten auf voll -beschichten µPADs. Aufgetragen sind die nor-
mierten Signalflächen der SERS-Bande 1041 cm-1 des Ru(bipy)3 (Normie-
rung auf das höchste Signal eines jeden einzelnen Chromatogramms im 
Messbereich 1032 cm-1 bis 1053 cm-1). Messung und Präparation erfolgten 
nach der Präperation aus Kapitel 3.5 mit dem Unterschied, dass in der Zone 
B zuerst 0,5 µL Partikel und dann sofort 0,5 µL TNT oder PBS aufgetropft 
wurden und als Flussmittel PBS verwendet wurde. 
Tabelle 20 Daten Vergleich aus SERS-Messungen mit Fluoreszenzmessungen der Par-
tikel-Proben. Die Daten für die SERS-Messungen kommen aus Tabelle 19 
& Abbildung 82 und die Daten für die Fluoreszenzmessungen stammen von 
einer Mitarbeiterin aus Lösungsmessungen und von „Lateral Flow Reader“-
Messungen[137]. 
Probe 
normierte Signalflä-
che von Ru(bipy)3 
1041 cm-1 auf die 
Probe Partikel + TNT 
[%] 
normierte Signalflä-
che 11-22 mm von 
Ru(bipy)3 1041 cm
-1 
auf Fläche 1-22 mm 
[%] 
Fluoreszenzdaten in 
Lösung nach 5 min 
[%][137] 
normierte Signalflä-
che 14-20 mm von 
Ru(bipy)3 Fluores-
zenz auf Fläche 10-20 
mm [%] 
Partikel + TNT 100 (1 ppm) 22 (1 ppm) 100 (1 ppm) 19 (0,429 ppm) 
Partikel + PBS 77 25 83 19 
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Eine Möglichkeit zur Verbesserung des Systems wäre die kombinierte Anwendung von posi-
tiven und negativen Nanopartikeln auf einem µPAD. Unter den ansonsten gleichen Bedingun-
gen wie in Abbildung 82 wurde dieser Versuch durchgeführt. Dabei konnte eine SERS-Bande 
im Bereich von 16 mm bis 21 mm beobachtet werden. Damit geht zwar die Möglichkeit ver-
loren, die relativen Signale in einem Chromatogramm zu analysieren, aber es könnten immer 
noch die Signale zweier Chromatogramme (Analyt und Blank) verglichen werden, oder es 
werden direkt die absoluten Signale ausgewertet. Dies ist ein Ansatz der Verbesserung, aber 
bis zum Einsatz für die TNT-Analytik sind noch weitere Experimente nötig. Hier sollte nur 
ein erster Versuch unternommen werden, ob die Kopplung zwischen Freisetzungssystemen 
und SERS-Messungen prinzipiell möglich. Anhand der hier vorgestellten Untersuchungen 
kann festgehalten werden, dass eine Kopplung von Freisetzungssystemen mit SERS-
Messungen möglich ist und die Ergebnisse denen der Fluoreszenzmessungen entsprechen. 
Somit können als Alternative zu Fluoreszenz-Messungen auch SERS-Messungen für die Ana-
lyse verwendet werden. Ein Vorteil davon ist, dass weitere Arten von Reportermolekülen für 
die Freisetzungssysteme zugänglich werden. 
 
Abbildung 83 Chromatogramm von Partikeln mit TNT (c = 1 ppm). Die Messung erfolgte 
auf voll-beschichten µPADs. Aufgetragen sind die normierten Signalflächen 
der SERS-Bande 1041 cm-1 des Ru(bipy)3 (Normierung auf das höchste 
Signal eines jeden einzelnen Chromatogramms im Messbereich 1032 cm-1 
bis 1053 cm-1). Messung und Präparation erfolgten nach der Präperation aus 
Kapitel 3.5 mit dem Unterschied, dass in der Zone B zuerst 0,5 µL Partikel 
und dann sofort 0,5 µL TNT aufgetropft wurden und als Flussmittel PBS 
verwendet wurde. Bis Zone C wurden positive Nanopartikel und ab ein-
schließlich Zone C negative Nanopartikel aufgetragen. 
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5 Zusammenfassung & Ausblick 
Das erste Ziel dieser Arbeit war es, zu untersuchen, welche Bedingungen für reproduzierbare 
SERS-Messungen erfüllt sein müssen und in welchem Bereich überhaupt reproduzierbare 
SERS-Messungen möglich sind. Zu diesem Zweck sind verschiedene Auftragungsmethoden 
und Messsysteme getestet worden. 
Als Ergebnis dieser Versuche zeigte sich, dass eine Kombination aus homogenem Aufsprühen 
(Airbrush-Methode) von Nanopartikelsuspension auf Papier und ein großer Laser- und Detek-
tionspunkt auf der Probe zu stabileren SERS-Signalen führt. Einen solch großer Laser- und 
Detektionspunkt ist z.B. bei dem RamanRxn1 mit dem PhAT-Probenmesskopf (d = 6 mm) 
vorhanden. Hingegen kann mit einem kleinen und gut höhenfokussierten Laser- und Detekti-
onspunkt, wie er z.B. bei einem Raman-Mikroskop vorhanden ist, die Oberflächenstruktur 
analysiert werden. Ausgehend von diesen Erkenntnissen ist ein Labormessaufbau mit einem 
großen Laser- und Detektionspunkt von ca. 1,3 mm im Durchmesser aufgebaut worden, an 
welchem die Papiersysteme vermessen wurden.  
Neben dem Aufsprühen wurden Proben auf Papieren mit hydrophoben Barrieren in Form von 
Testpunkten und µPADs hergestellt. Dabei wurde die Nanopartikelsuspension mit einer Pipet-
te direkt in die hydrophilen Bereiche (das Innere) der Testpunkte oder µPADs getropft. Die 
Vorteile dieser Methode sind, dass in kurzer Zeit eine große Anzahl an Proben hergestellt 
werden können und bis auf den Wachsdrucker, der im Vergleich zu anderen Methoden wie 
z.B. CVD oder Lithographie recht günstig ist, keine speziellen Geräte benötigt werden. Zu-
dem ist es durch die Herstellung der hydrophoben Barrieren mit dem Wachsdrucker sehr ein-
fach und schnell möglich, die Strukturen auf den Papieren zu verändern, was dem Entwick-
lungsprozess zugutekommt.  
Mit dem Labormessaufbau und den Testpunkten wurden Experimente zu Einflussfaktoren auf 
die SERS-Messungen und Messungen zur Reproduzierbarkeit durchgeführt. Als Beispiel für 
die Einflussfaktoren seien hier die Trockenzeit und das Nanopartikelmaterial erwähnt. Je län-
ger die Trockenzeit war, umso geringer wurde auch das SERS-Signal bei den hier verwende-
ten Nanopartikeln, was auf eine Deaktivierung des Nanomaterials zurückzuführen ist. Der 
Vergleich der hier verwendeten Gold- und Silber-Nanopartikel zeigte, dass die Goldnanopar-
tikel immer ein schwächeres Signal als die Silbernanopartikel aufwiesen, was auf das Materi-
al zurückgeführt wird. Um einen Überblick über alle Einflussfaktoren zu bekommen, die hier 
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und in der Literatur gefunden wurden, wurde eine Übersicht in Abbildung 84 zusammenge-
stellt. Die Einflussfaktoren wurden dabei in die Faktoren Nanopartikel, Präparation, Messung 
und Analyten unterteilt. Da sich die Faktoren gegenseitig beeinflussen, ist es nicht leicht, die 
optimalen Bedingungen für eine Probe zu finden. Damit wird aus Abbildung 84 auch deutlich, 
dass für jedes SERS-System die Parameter für eine optimale SERS-Signalintensität individu-
ell angepasst werden müssen. Zudem erklärt es, warum die hier entwickelten SERS-
Teststeifen nur für den Laboreinsatz geeignet sind und nicht für Schnelltests im Feldversuch. 
Dennoch ist es möglich, für verschiedene Analyten wie z.B. AD,  Ru(bipy)3 und SRB stabile 
Messungen über einen Zeitraum von ca. 2,5 Monaten mit einer relativen Standardabweichung 
von ca. 20 % zu realisieren. 
 
Abbildung 84 Übersicht über alle in dieser Arbeit und aus der Literatur bekannten Ein-
flussfaktoren auf das SERS-Signal bei SERS-Messungen. 
Das zweite Ziel war, zu untersuchen, wie sich die gewonnenen Konzentrationsdaten am bes-
ten fitten und erklären lassen. Dazu wurden eine große Anzahl an Messungen mit einfachen 
Silbernanopartikeln auf Testpunkten und verschiedenen Analyten am Labormessaufbau 
durchgeführt. Die dabei gewonnenen SERS-Messdaten wurden mit verschiedenen Adsorpti-
onsmodellen analysiert. Das Ergebnis dieser Auswertungen ist, dass das Langmuir-SERS-
Modell zumeist eine gute Übereinstimmung der SERS-Messdaten mit der Fitfunktion zeigt. 
Zudem lässt sich mit dem Langmuir-SERS-Modell das Verhalten der verschiedenen Analyten 
bei den SERS-Messungen gut erklären. Für weiterführende Untersuchungen in diesem Zu-
sammenhang sollte aber auch die Hill-Isotherme nicht vernachlässigt werden, sie zeigte eine 
etwas bessere Übereinstimmung der Fitfunktion mit den Messdaten, hat aber auch einen Frei-
heitsgrad mehr als das Langmuir-SERS-Modell.  
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Für Thiole kann zudem noch eine Alternative zu den SERS-Intensitätsmessungen für die 
Konzentrationsbestimmung genutzt werden. Bei ihnen ist es möglich, über die Verschiebung 
der SERS-Bandenposition Aussagen zur Konzentration zu machen und dies gilt nach vorläu-
figen Erkenntnissen für alle Thiole, die über eine freie Thio-Gruppe verfügen.  
Das dritte Ziel dieser Arbeit war die Analyse von realistischen Proben mit Papier-basierten 
Systemen mit SERS-Detektion. Dazu wurde die Kombination und Untersuchung von SERS-
Messungen mit µPAD-Strukturen genutzt. Hier konnten die Erkenntnisse aus den Adsorpti-
onskonstanten gut für die Interpretation der Chromatogramme genutzt werden. Diese zeigten, 
dass Adenin durch die Beschichtung der µPADs mit Nanopartikeln für die SERS-Messungen 
stark im Laufverhalten beeinflusst wird. So wird AD sobald es auf die negativen Silbernano-
partikel trifft zum größten Teil adsorbiert. Ein ähnliches Verhalten zeigt SRB bei den positi-
ven Silbernanopartikeln, bloß dass der Effekt nicht ganz so stark ist. Somit ist es möglich z.B. 
AD in einer Mischung aus SRB und Ru(bipy)3 auf µPADs zu analysieren.  
Um noch mehr Analyten durch SERS-Messungen analysieren zu können, wurde die erste 
Kombination von Freisetzungssystemen mit SERS-Messungen realisiert. Die Messungen auf 
Testpunkten zeigen, dass es möglich ist, eine nicht SERS aktive Verbindung zu detektieren. 
Diese Kombination bedarf aber noch weiterer Optimierung, bevor sie für die Detektion und 
Quantifizierung mit SERS-Messungen eingesetzt werden kann. 
Abschließend kann festgehalten werden, dass es möglich ist, in einem gewissen Fehler- und 
Zeit-Bereich reproduzierbare SERS-Messungen zu realisieren. Dieses erfordert jedoch nicht 
nur definierte SERS-Substrate, sondern auch definierte Umgebungsbedingungen, womit diese 
Methode in erster Line für den Laboreinsatz geeignet ist. Damit sind dann aber Identifikati-
ons- und Quantifizierungsexperimente möglich, wenn das SERS-System auf den jeweiligen 
Analyten angepasst ist. Ausgewertet werden können die Messdaten über das Langmuir-
SERS-Modell und unter Zuhilfenahme von µPADs können sogar Mischungen von Verbin-
dungen analysiert werden. 
Für die Zukunft sollte die Kombination aus µPADs und SERS-Messungen bei realen Proben 
ausprobiert und für diese optimiert werden. In diesem Zusammenhang kann auch die Kombi-
nation von Freisetzungssystemen und SERS-Messungen noch weiter untersucht werden, da-
mit noch eine größere Anzahl an Analyten für die SERS-Messungen zugänglich werden. Zu-
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dem sollte getestet werden, ob die erhältlichen Raman-Handgeräte zur Messung von Test-
punkten und µPADs geeignet sind.  
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6 Anhang 
6.1 Abkürzungen 
%V Volumenprozent 
 Biegeschwingung 
 Streckschwingung 
Ag Silber (lateinisch: argentum) 
AKD Alkylketendimere 
Au Gold (lateinisch: aurum) 
BET Brunauer, Emmett und Teller (Isotherme) 
CE chemischer (englisch: chemical) 
CVD chemische Gasphasenabscheidung (englisch: chemical vapour deposition) 
DNA Desoxyribonukleinsäure (englisch: deoxyribonucleic acid) 
DZ Detektionszeit 
EF Verstärkungsfaktor (englisch: enhancement factor) 
EM elektromagnetischer (englisch: electromagnetic)  
GK Gatekeeper (englisch: gatekeeper = Torwart)  
GT Gitter 
kon. konzentriert  
LMA Labormessaufbau 
LL Laserleistung 
LP Laserpunkt auf Probe 
LWL Laserwellenlänge 
MSQ Methylsilsesquioxan  
NA numerische Apertur 
NP Nanopartikel 
OB Objektiv 
PDMS Polydimethylsiloxan 
PP Papier 
pH Stärke des Wasserstoffs (lateinisch: polentia hydrogenii) 
Ref. Referenz 
RH Luftfeuchtigkeit (englisch: relative humidity) 
RSD Relative Standardabweichung (englisch: relative standard deviation) 
RU relative Unsicherheit (englisch: relative uncertainty) 
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SE Sekundärelektronen (englisch: secondary electrons = SE) 
SEM Rasterelektronenmikroskop (englische: scanning electron microscope) 
SERS Oberflächenverstärkte Raman Streuung (englisch: surface-enhanced Raman 
scattering) 
SMPS Silikat mesoporöse Nanopartikel Träger (englisch: silica mesoporous nanopar-
ticles support) 
SP Stopper 
SPM Spektren Mittelung 
SPS Spektren Summation 
SU Stimulus 
TEM Transmissionselektronenmikroskopie (englisch: transmission electron 
microscopy) 
TT Transportteilchen 
VdWK Van-der-Waals-Kräfte 
VM molekularen Volumens 
µPAD Papierbasierte Mikrofluidik-Analysesysteme (englisch: microfludic paper-
based analytical device) 
6.2 LabVIEW wichtige Blockdiagramme 
 
Abbildung 85 Blockdiagram vom Verschiebebühne-Steuerungstool Version 0.1 für 
LabVIEW 2013. 
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Abbildung 86 Hauptblockdiagram vom LabVIEW-Analyseprogramm Version 60d für 
LabVIEW 2014. 
 
Abbildung 87 Blockdiagram von der Fit-Berechnung Version 10d für LabVIEW 2014. 
 
Abbildung 88 Blockdiagram vom Fit der Langmuir-Isotherme Version 2d für LabVIEW 
2014. 
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